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En los últimos años, se han descubierto numerosos ingredientes bioactivos con 
prometedores efectos como potenciales agentes terapéuticos. Sin embargo, esta actividad, que 
ha sido demostrada en ensayos in vitro, no siempre ha mostrado los mismos resultados cuando 
se han llevado a cabo ensayos in vivo. Esto puede ser debido a que estos compuestos, en muchas 
ocasiones con carácter lipófilo, pueden tener una baja estabilidad durante la digestión gástrica, 
que deriva en una precipitación o una degradación de los mismos. En consecuencia, esta falta 
de bioactividad puede estar relacionada con una baja bioaccesibilidad y biodisponibilidad en el 
organismo. 
Con el fin de mejorar la absorción de estos compuestos bioactivos, se han desarrollado 
numerosas estrategias, entre las que se encuentra el uso de vehículos lipídicos. Si bien la 
función de estos sistemas lipídicos es el transporte y protección de dichos compuestos 
bioactivos durante el proceso digestivo, adicionalmente, con el fin de proporcionar un valor 
añadido a estos vehículos, se plantea la posibilidad de utilizar aceites con propiedades 
bioactivas complementarias a las del ingrediente bioactivo vehiculizado. 
Los estudios realizados durante el desarrollo de la presente Tesis Doctoral, han tenido 
como objetivo el desarrollo de vehículos lipídicos compuestos por alquilgliceroles. El interés 
por el uso de estas moléculas se debe a sus propiedades anticancerígenas, antineoplásicas e 
inmunomoduladoras entre otras. No obstante, hay que remarcar que estos compuestos tienen 
un bajo grado de digestibilidad, debido a la presencia de un enlace éter, lo que supone un punto 
clave a la hora de desarrollar estos vehículos. Así pues, se han diseñado dos líneas de trabajo. 
En primer lugar, se ha optimizado el proceso de glicerolisis enzimática de un aceite de 
hígado de tiburón quimera, con un contenido en alquilglicerol diesterificado del 80%. Bajo las 
condiciones óptimas de reacción (40 °C, en presencia de la lipasa de Candida antarctica 
inmovilizada como biocatalizador, relación molar aceite:glicerina 1:1 y el uso de 67% (p/p) de 
ciclopentanona como medio de reacción), se ha conseguido obtener un producto final con un 
contenido en monoglicérido superior al 30%, lo que le confiere potenciales propiedades 
autoemulsionables. 
Este proceso ha sido fácilmente escalable a planta piloto, obteniendo tasas de 
conversión similares a las conseguidas a nivel laboratorio. La reutilización del biocatalizador 
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en consecutivos ciclos de reacción en planta piloto ha permitido el estudio cinético de la 
reacción de glicerolisis de este aceite. De este modo, se ha calculado la tasa de conversión de 
cada una de las especies presentes en el medio de reacción, observando que la velocidad de 
desaparición del triglicérido es 1.5 veces superior a la de alquilglicerol diesterificado, lo que 
demuestra que el biocatalizador utilizado presenta una discriminación hacia la conversión del 
éter lipídico. Adicionalmente, se ha estimado la vida media de dicha lipasa en 145 h bajo las 
condiciones de reacción estudiadas. 
El producto obtenido a partir de la reacción de glicerolisis enzimática de aceite de 
hígado de tiburón quimera, ha mostrado un comportamiento cristalino hasta 45 °C, atribuido a 
la presencia de la fracción de monoglicérido. El estudio de distintos tratamientos térmicos 
mostró una influencia sobre las cinéticas de cristalización y la estabilidad polimórfica del 
producto de glicerolisis. 
Por último, el planteamiento de una estrategia adicional para el empleo de 
alquilgliceroles en formulaciones lipídicas condujo a la modificación de una fosfatidilcolina 
comercial con una molécula de alquilglicerol, concretamente el batil alcohol, mediante una 
reacción transfosfatidilación, catalizada por la fosfolipasa D. La optimización de las 
condiciones de reacción permitió la obtención de un nuevo fosfolípido, el fosfatidilbatil 
alcohol, con una pureza superior al 70%, con potenciales propiedades bioactivas en su uso 




Over the last years, a number of bioactive compounds from natural sources have shown 
promising effects as potential therapeutic/preventive agents in several in vitro assays but they 
do not provide the same efficacy when they are tested in vivo, which reduce their clinical use. 
The reason is related to the lipophilic properties of most of these compounds, which leads to 
instability during gastric digestion, reducing the intestinal bioaccessibility, bioavailability and, 
hence, the bioactivity or bioefficiency. 
Many strategies have been developed in order to enhance the absorption of these 
molecules. Among them, association to lipids has gained much interest. The main purpose of 
these lipid-based carriers is the transportation and protection of the bioactive compound 
throughout the gastrointestinal tract. Nevertheless, the use of lipids with bioactive properties 
might confer an additional value to the delivery system. 
The main goal of the studies carried out during this Doctoral Thesis has been the 
development of alkylglycerol-based delivery systems. The particular interest in the use of these 
molecules is the bioactive properties reported, such as antiproliferative, anticarcinogenic and 
immunomodulatory. However, the alkyl residue affects significantly their digestibility, which 
limits their capacity to act as lipid carriers. This highlights the need of strategies that improves 
the digestibility, miscibility and emulsifying capacity of these lipids. Therefore, two lines of 
research have been implemented. 
Firstly, the enzymatic glycerolysis of ratfish liver oil, composed of 80% of 
diacylglyceryl ether, has been optimized. Under optimal conditions, i.e. 40 °C, 67% (w/w) of 
cyclopentanone as solvent, a molar ratio RLO to glycerol of 1:1, in the presence of immobilized 
lipase Candida antarctica as biocatalyst, the process led to a final product composed of more 
than 30% of monoglyceride, and hence, with potential emulsifying properties.  
This process has been easily scaled-up to pilot plant, without significant differences in 
reaction kinetics compared to results obtained at laboratory scale. Reutilization of same batch 
of enzyme allowed the study of the kinetics of the glycerolysis reaction of this oil. Positive 
discrimination against diacylglyceryl ether was accurately determined, stablishing that 
glycerolysis of triglyceride occurred 1.5 times faster compared to that of diacylglyceryl ether. 
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Additionally, under the reaction conditions studied, the half-life of the biocatalyst was 
approximately 145 h. 
The product obtained upon the glycerolysis reaction of ratfish liver oil, has shown a 
crystalline behavior up to 45 °C, mainly due to the presence of the newly synthesized 
monoglyceride. The influence of the thermal processing at 50 °C on the subsequent phase 
behavior of the product has been investigated, revealing that the duration of the treatment has 
an impact in the crystallization kinetics and the polymorphic stability. 
Lastly, enzymatic transphosphatidylation between commercial phosphatidylcholine 
and an alkylglycerol, namely batyl alcohol, in the presence of phospholipase D as biocatalyst, 
has been studied as an additional strategy to obtain alkylglycerol-based delivery systems. 
Optimization of the process led to the synthesis of a novel phospholipid, named 
phoshatidylbatyl alcohol, with a purity higher than 70%, with potential bioactive properties in 
its use as lipid delivery system.  
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Estructura de la memoria 
El procedimiento relativo al tribunal, defensa y evaluación de la tesis doctoral en la 
Universidad Autónoma de Madrid, aprobado en Consejo de Gobierno el 3 de febrero de 2012, 
permite presentar la tesis doctoral como un compendio de publicaciones. Para ello se requiere 
un mínimo de 3 artículos publicados o admitidos para su publicación en revistas científicas de 
reconocido prestigio o en libros editados de importancia justificada. La memoria del trabajo de 
Tesis Doctoral debe incluir una introducción general que presente los trabajos compendiados, 
justifique la temática y explique la aportación original del autor, así como un resumen global 
de los resultados obtenidos, de la discusión de éstos y de las conclusiones finales. Se ha de 
incluir una copia completa de los mencionados trabajos. 
La memoria de la presente investigación de Tesis Doctoral responde a los requisitos 
anteriormente descritos y está estructurada en seis secciones. Dentro del apartado de resultados 
y discusión, se han incorporado cuatro artículos científicos realizados en torno al desarrollo y 
caracterización de vehículos lipídicos basados en alquilgliceroles y que han sido publicados en 
revistas de difusión científica internacional. 
Introducción, presentación de los fundamentos y antecedentes correspondientes a los 
trabajos realizados en la presente Tesis. 
Objetivos, planteamiento de las hipótesis de trabajo, así como los objetivos generales 
y específicos de esta memoria, descripción de la metodología y los procedimientos 
aplicados. 
Resultados, presentación de los resultados obtenidos según cuatro artículos publicados, 
con el esquema convencional de las publicaciones científicas. 
Discusión, se presenta una explicación general del trabajo de Tesis que integra todos 
los trabajos publicados. 
Conclusiones, presentación de las conclusiones generales y más relevantes obtenidas 
en los trabajos expuestos y discutidos en las secciones anteriores. 
































Capítulo 1. INTRODUCCIÓN 
1.1. Éteres lipídicos o alquilgliceroles 
1.1.1. Estructura química 
El conjunto de lípidos que contienen un enlace éter en su estructura se denominan éteres 
lipídicos. Dentro de esta categoría, se enmarcan los 1-O-alquil-2,3-sn-gliceroles, o 
alquilgliceroles (AKGs) y los 1-O-alquenil-2,3-sn-gliceroles o plasmalógenos neutros. Al igual 
que los derivados acilgliceroles, estos compuestos se caracterizan por presentar en su estructura 
una molécula de glicerina, en la que los grupos hidroxilo pueden estar total o parcialmente 
esterificados. La principal diferencia radica en la sustitución de un enlace éster por un enlace 
éter en la posición sn-1 (Figura 1). 
Figura 1. Diferencias estructurales entre las moléculas de triglicéridos y AKGs. Glicerina 
(A), Triglicérido (B), AKG (C), Plasmalógeno neutro (D). 
En función del grado de sustitución de las posiciones sn-2 y sn-3, los AKGs se pueden 
dividir en AKG libre (AKGL), AKG monoesterificado (MAKG), o AKG diesterificado 
(DAKG) (Figura 2). Las principales cadenas alquílicas presentes en la fracción 1-O-alquil de 
los AKGLs son los residuos hexadecil (C16:0), octadecil (C18:0) y octadec-9-enil (C18:1), 
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Figura 2. Estructuras químicas de AKGL (A), MAKG (B) y DAKG (C). 
Figura 3. Principales tipos de AKGs. Chimil Alcohol (A), Batil Alcohol (B), Selachil Alcohol 
(C). 
Adicionalmente, el enlace éster de la posición sn-3 puede estar reemplazado por un 
enlace fosfodiéster con la correspondiente cabeza polar, que da lugar a los éteres fosfolipídicos, 
moléculas análogas a los fosfolípidos (FLs) derivados de los acilgliceroles (Figura 4). 
Estos derivados lipídicos están presentes en bajas concentraciones en todos los tejidos, 
especialmente en aquellos portadores de células inmunitarias como el hígado, el bazo, los 
glóbulos rojos, los ganglios linfáticos y la médula ósea [2], y es especialmente remarcable su 
presencia en la leche materna [3]. No obstante, la principal fuente de obtención natural de 
AKGs es el aceite de hígado de tiburón y otras especies de elasmobranquios [4], entre los que 
podemos destacar el tiburón quimera (Hydrolagus colliei). Se trata de una especie ancestral 
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cartilaginoso, y el hígado puede llegar a abarcar el 60-80% de su peso, lo que lo sitúa como 
una excelente fuente para la obtención de aceite rico en AKGs debido a la elevada 
productividad en el proceso de obtención. Cabe destacar además que, a diferencia de otros 
aceites de origen marino, el aceite de hígado de tiburón quimera presenta un perfil lipídico con 
una composición en ácidos grasos poliinsaturados (AGPIs) inferior al 20%, lo que le confiere 
una potencial mayor estabilidad frente a procesos oxidativos [5]. 
Figura 4. Principales diferencias estructurales entre los derivados fosforilados. FL (A), 
Plasmanil FL (B), Plasmalógenos (C). 
1.1.2. Propiedades biológicas de los AKGs 
El interés en estas moléculas recae en las distintas propiedades bioactivas que han sido 
descritas durante los últimos años. Desde hace más de 40 años, el aceite de hígado de tiburón 
ha sido utilizado como agente terapéutico y preventivo de ciertas enfermedades. Los AKGs 
tienen una estructura similar al factor de activación de plaquetas, descrito como uno de los 
intermediarios lipídicos con mayor bioactividad [1], implicado en prevención de enfermedades 
como el asma, la psoriasis, la artritis y la eliminación rápida de metales pesados, así como en 
procesos inflamatorios, de desarrollo neuronal y procesos de reproducción [6]. 
La administración de AKGs ha demostrado tener efectos antineoplásicos, reduciendo 
el desarrollo, crecimiento y proliferación de células tumorales, sin mostrar efectos citotóxicos 
[7, 8]. Además, la ingesta de AKGs en pacientes sometidos a tratamientos de quimioterapia, 
puede reducir sus efectos secundarios, como la leucopenia, trombocitopenia y fistulas [9, 10]. 
Recientes estudios han demostrado que la caquexia, una sintomatología de malestar vinculada 
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Existe una relación entre los AKGs y la potenciación del sistema inmune, ya que estos 
compuestos estimulan la producción de interleucinas IL-12 [13] e IL-2 [14], relacionadas con 
los sistemas de repuesta Th1, promoviendo así la activación de linfocitos B,  mientras que los 
niveles de IL-4 e IL-10, relacionados con la activación de respuestas Th2, responsable de las 
reacciones alérgicas, se reducen [15], además de aumentar los niveles de C1q [16]. En personas 
de avanzada edad, la ingesta de AKGs previa a intervenciones quirúrgicas da lugar a un 
incremento de los niveles de leucocitos, linfocitos, IgM e IgA en el período postoperatorio [17]. 
Adicionalmente, la suplementación en AKGs en la dieta de mamíferos gestantes y lactantes, 
induce efectos beneficiosos en el sistema inmunológico de los recién nacidos, con niveles más 
altos de IgG, eritrocitos y hemoglobina en sangre [18, 19]. 
Por otro lado, los AKGs de cadena corta tienen la habilidad de incrementar la 
permeabilidad de la barrera hematoencefálica [20-22], permitiendo el paso de moléculas de 
interés a través de ella, incluso siendo éstas de alto peso molecular, como albúminas y 
anticuerpos [20, 23]. La apertura de estos canales por la acción de los AKGs es breve, reversible 
y no afecta a las uniones estrechas [24]. 
Un estudio reciente demostró que los AKGs con AGPIs pueden promover una 
reducción en la obesidad debida a dietas altas en grasas y mejorar la resistencia a la insulina en 
ratas [25]. Asimismo, la administración oral de AKGs en pacientes obesos puede reducir los 
niveles totales de colesterol, asociado con un mayor riesgo de síndrome metabólico [26]. 
El tratamiento in vitro de espermatozoides con AKGs mejora su motilidad y su 
fertilidad en su uso en inseminaciones [27] y la velocidad del esperma también se mejora tras 
la ingesta de AKGs [28]. 
Otras propiedades atribuidas a los AKGs son la actividad antiviral [29, 30], 
antibacteriana [31], y la inhibición del transporte de toxinas desde el Golgi al retículo 
endoplásmico [32]. 
No obstante, cabe destacar que la posible actividad biológica reportada para los AKGs 
está supeditada al grado de bioaccesibilidad y biodisponibilidad de los mismos, estrechamente 
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1.1.3. Digestibilidad de los AKGs 
El residuo O-alquil de la posición sn-1 de los AKGs supone una pequeña diferencia 
estructural con respecto a los análogos acilglicéridos. Sin embargo, esta diferencia afecta 
significativamente al grado de digestibilidad de los AKGs, especialmente si nos referimos a los 
derivados esterificados DAKG y MAKG. Martín y col. [33] compararon el grado de 
digestibilidad entre triglicéridos (TAGs) y DAKGs, observando que, tras un proceso de 
digestión in vitro, el grado de inclusión de AKGs como producto final de la hidrólisis en la fase 
micelar o fase bioaccesible, era más limitada en comparación con los productos finales de la 
digestión de TAGs, como consecuencia de su baja digestibilidad. La resistencia de DAKG a la 
hidrólisis por acción de la lipasa pancreática también fue observada por Sato y col. [34]. 
Una posible solución a esta limitación sería desarrollar mezclas de AKGs predigeridas 
para la obtención de mezclas lipídicas biocompatibles, es decir, con una composición similar a 
la de los productos finales de la digestión gastrointestinal, que permitan la correcta bioactividad 
de estos compuestos a nivel plasmático. De manera alternativa, otra posibilidad sería la unión 
de estas moléculas con propiedades bioactivas a otras que permitan aumentar su 
bioaccesibilidad, como podría ser el caso de los FLs. 
1.2. Sistemas de vehiculización lipídica de compuestos bioactivos  
La bioactividad de una sustancia está determinada por su bioaccesibilidad a nivel 
gastrointestinal tras su ingesta (medida como la cantidad de extracto soluble en el intestino, y 
por tanto, disponible para ser absorbido), así como de su biodisponibilidad (capacidad para ser 
absorbido por las células intestinales y llegar a las células u órganos diana). Este aspecto es 
importante hasta el punto de que determinados compuestos que han mostrado efectos 
prometedores en ensayos in vitro, presentan falta de efecto bioactivo en estudios clínicos debido 
a su baja biodisponibilidad [35]. Ésta puede deberse a: i) una baja solubilidad en agua del 
compuesto, lo que puede limitar su solubilización luminal y disolución en el tracto 
gastrointestinal [36]; ii) una baja estabilidad en el medio ácido del estómago, pudiendo 
precipitar durante la digestión gástrica limitando, por tanto, su bioaccesibilidad; y/o iii) una 
escasa liposolubilidad, lo que dificulta su absorción por las células intestinales [37]. 
En este sentido, el sistema de clasificación biofarmacéutica (Figura 5), propuesto en 
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solubilidad y permeabilidad, con el fin de establecer sus potenciales propiedades de absorción 
tras su ingesta. Esta clasificación también puede aplicarse al ámbito alimentario y nutracéutico. 
Así, con el fin de poder incluirse dentro de la clase I, la ideal en términos de biodisponibilidad, 
los compuestos bioactivos enmarcados dentro de las clases III y IV deben ser optimizados para 
mejorar su permeabilidad, mientras que aquellos categorizados dentro de la clase II pueden 
mejorar su solubilidad mediante técnicas de formulación. 
Figura 5. Sistema de clasificación biofarmacéutica. Los distintos compuestos bioactivos se 
clasifican en función de su solubilidad y permeabilidad [38]. 
Estas premisas han promovido el planteamiento del desarrollo de sistemas portadores 
para la introducción eficiente de compuestos bioactivos con carácter lipófilo o baja solubilidad 
en agua en determinadas matrices alimentarias, y para la vehiculización de determinados 
lípidos bioactivos a través de la sangre. Esta estrategia ha sido ampliamente utilizada en el 
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En este sentido, el modo de vehiculizar los compuestos de interés se puede realizar 
mediante interacciones químicas entre el vehículo lipídico y el compuesto bioactivo, que forma 
parte de la estructura de lípido vehiculizante, o mediante interacciones físicas, en las que se 
transporta el compuesto bioactivo mediante la formación de emulsiones lipídicas, 
microionización, nanopartículas o dispersiones sólidas [40]. 
1.2.1. Sistemas de vehiculización químicos 
En relación con los sistemas de vehiculización químicos, los TAGs han sido una de las 
moléculas más utilizadas para formar lípidos estructurados [41]. Los lípidos estructurados 
presentan una distribución posicional modificada de manera que AGs de interés, como ácido 
linoleico conjugado (CLA) [42] o AGPIs de cadena larga [43, 44], se encuentran esterificados 
en la posición sn-2, favoreciendo así su absorción e incorporación al sistema linfático tras la 
hidrólisis de la lipasa pancreática. Otros compuestos esterificados en la estructura del glicerol 
pueden ser compuestos fenólicos como el ácido ferúlico [45], y mezclas de compuestos 
antioxidantes como ácido carotenoico, y trolox, un derivado de la vitamina E [46]. Glicéridos 
menores como monoacilglicerol (MAG) también se han utilizado para la incorporación al 
esqueleto de glicerina de ácidos fenólicos como el ácido cafeico [47]. 
Asimismo, estructuras similares a los TAGs pueden servir como sustrato para la 
vehiculización de compuestos bioactivos. Torres y col. [48] estudiaron el proceso combinado 
de saponificación y reesterificación enzimática de AKGs con CLA y ácido eicosapentaenoico, 
interesados en estudiar posteriormente la combinación de la bioactividad tanto del compuesto 
vehiculizante como del vehiculizado [49]. Más adelante, este mismo grupo, sintetizó 
enzimáticamente un DAKG donde las posiciones sn-2 y sn-3 se encontraban esterificadas con 
ácido butírico [50], demostrando que tras un proceso digestivo in vitro, su actividad 
antiproliferativa se incrementaba hasta cuatro veces, debido principalmente a un efecto 
sinérgico entre los compuestos derivados de la digestión [51]. Otro ejemplo del uso de éteres 
lipídicos como sistemas de vehiculización fue desarrollado por Madrona y col. [52], que 
sintetizaron un nuevo grupo de compuestos denominados hidroxitirosol-alquil-éteres, cuya 
biodisponibilidad fue comprobada posteriormente [53], afirmando que estos compuestos 
mostraban un eficiente grado de absorción por las células epiteliales. 
Por otro lado, los FLs, debido a su carácter anfifílico, también han sido objeto de estudio 
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tienen un papel crucial en la bioquímica y fisiología de las células. El metabolismo digestivo 
de los FLs tras su ingesta tiene lugar en el intestino, mediante la acción de la enzima fosfolipasa 
A2 (FLA2), que actúa sobre el AG esterificado en la posición sn-2, dando lugar al liso-FL y al 
ácido graso libre (AGL) correspondientes, que son incorporados al lumen intestinal [54]. De 
este modo, los FLs pueden actuar como portadores de compuestos bioactivos mediante la 
incorporación de éstos en la posición sn-1 o sn-2. 
Existen numerosas investigaciones en este sentido, incorporando AGs de interés como 
AGPIs omega-3 [55], ácido linoleico [56] o ácido eicosapentaenoico [57], en la posición sn-1, 
lo que podría ayudar a reducir los niveles de lípidos en sangre o a la inhibición de células 
tumorales [58, 59] o en la sn-2, que podría facilitar el transporte de estos AGs hacia el cerebro 
[60]. AGs de cadena corta como el ácido butírico también han sido objeto de interesterificación 
en FLs [61]. Miyamoto y col. [62] desarrollaron un éster de fosfato con vitamina E, con el cual 
se pretendió mejorar la actividad antioxidante de esta vitamina gracias a la forma de 
vehiculización. Recientemente, Balakrishna y col. [63] evaluaron la actividad antioxidante y 
antimicrobiana de distintos ácidos fenólicos esterificados en la posición sn-1 de la 
fosfatidilcolina (FC), observando resultados prometedores. La conveniencia de esterificar el 
compuesto bioactivo en la posición sn-1 del FL también fue observada por Gliszczyńska y col. 
[64], que evaluaron la actividad antiproliferativa de nuevos FLs esterificados con ácidos 
monoterpénicos, concretamente ácidos geránico y citronélico, dando lugar a un incremento en 
dicha actividad respecto a los ácidos monoterpénicos libres. 
Alternativamente, mediante la reacción enzimática de transfosfatidilación, que consiste 
en el intercambio del residuo unido al fosfórico de la cabeza polar de un FL por un compuesto 
con un grupo hidroxilo mediante la acción de la fosfolipasa D (FLD) [65], se pueden incorporar 
compuestos bioactivos que cumplan con dicho requisito. De este modo, podemos obtener 
moléculas que tengan un alto grado de reconocimiento celular y permitan la entrada del 
compuesto bioactivo al interior de la célula con mayor facilidad. Adicionalmente, una nueva 
línea de investigación, denominada terapia de sustitución lipídica, sugiere el uso de lípidos de 
membrana, principalmente FLs, para modular y regular numerosas funciones de la membrana 
[66]. Yamamoto y col. [67] comprobaron que los derivados fosfatidilizados de los alcoholes 
monoterpénicos perilílico, mirtenol, nerol y geraniol presentaron una relevante actividad 
antiproliferativa, mientras que dicha actividad fue nula cuando se evaluó en los alcoholes libres. 
Más tarde, Casado y col. [68] vehiculizaron la molécula de tirosol, un compuesto fenólico con 
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fosfatidilhidroxitirosol. En un estudio para medir la actividad antioxidante frente a procesos de 
peroxidación lipídica en matrices alimentarias, se observó que la actividad del derivado 
fosfatidilizado del hidroxitirosol resultó ser mayor que el compuesto sin lipofilizar [70]. 
Posteriormente, se evaluó el grado de digestibilidad, bioaccesibilidad y actividad antioxidante 
in vitro de este mismo compuesto [71], estableciéndose que la bioaccesibilidad de esta molécula 
era comparable a la del FL de referencia, y que el producto de digestión de este nuevo 
compuesto presentaba una actividad antioxidante mayor que el producto sin digerir. 
La reacción de transfosfatidilación también ha sido utilizada en el caso de vitaminas y 
sus derivados. El ácido L-ascórbico, un antioxidante hidrosoluble, se encuentra habitualmente 
liofilizado como palmitato ascórbico. Sin embargo, Nagao y col. [72] propusieron una 
alternativa mediante su unión al residuo fosfórico de la FC, dotándole así de una mayor 
actividad antioxidante que el ácido ascórbico libre. Basados en estos resultados, más adelante 
ese mismo grupo vehiculizó un derivado del α-tocoferol o vitamina E, el anillo de cromanol, 
dando lugar al fosfatidilcromanol [73]. Este nuevo compuesto reportó una mayor afinidad con 
los FLs de las membranas y una mayor actividad antioxidante que el α-tocoferol, orientada 
hacia la estabilidad oxidativa de grasas [74]. Otros ejemplos de vitaminas que también han sido 
utilizadas como sustrato de este tipo de reacciones son la tiamina, la piridoxina, la riboflavina 
y el ácido pantoténico [75, 76]. 
Además de los FLs y de los derivados glicéricos, la esterificación con AGLs o alcoholes 
grasos también ha sido utilizada como estrategia para la vehiculización de compuestos 
bioactivos. El hidroxitirosol y sus derivados también han sido objeto de esterificación con 
AGLs y ésteres de AGs, dando lugar a más de 40 derivados con carácter lipófilo [77]. La 
esterificación de otros compuestos fenólicos como isoflavonas les dota de un carácter lipófilo 
suficiente para facilitar su incorporación a las estructuras de las lipoproteínas de baja densidad 
e incrementar su resistencia a la oxidación [78]. El ácido rosmarínico, un ácido polifenólico 
relacionado con la prevención de la oxidación de las lipoproteínas de baja densidad, tiene una 
mayor capacidad para neutralizar radicales libres cuando se encuentra esterificado con un AG 
[79]. 
El grupo de los esteroles vegetales o fitosteroles, además de tener un gran interés por 
sus propiedades relacionadas con su capacidad hipocolesterolémica, anticancerígena, 
antiinflamatoria y antioxidante [80], también ha sido estudiado para el transporte de 
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mejorar su actividad biológica, esta unión se puede llevar a cabo además con compuestos con 
propiedades funcionales, como es el caso de AGPI de cadena larga [81] o CLA [82]. 
1.2.2. Sistemas de vehiculización físicos 
A diferencia de los sistemas de vehiculización químicos explicados en el apartado 
anterior, en los sistemas de vehiculización físicos el compuesto bioactivo no forma parte de la 
estructura química de las moléculas del vehículo, sino que se encuentra disperso o disuelto en 
el mismo, pudiendo establecer interacciones moleculares débiles, tipo Van der Waals. En la 
Figura 6 se presenta una clasificación que incluye las formulaciones más recientes, y se 
destacan en cursiva aquellas orientadas a su administración vía oral [83]. 
Figura 6. Clasificación de los distintos sistemas de vehiculización de compuestos bioactivos 
para mejorar su eficacia. Aquellos desarrollados para su administración oral están 
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Durante los últimos años, se han buscado nuevas estrategias de formulación para 
abordar la falta de eficacia clínica de algunos compuestos bioactivos debido a su escasa 
solubilidad en medios acuosos. Las formulaciones basadas en lípidos han presentado un 
especial interés en comparación con otras formulaciones para su uso en administración oral de 
compuestos poco solubles en medios acuosos por las siguientes razones [84, 85]: 
i) Mejor biocompatibilidad y biodegradación. 
ii) Mayor versatilidad para abordar los requisitos especiales en cuanto a estabilidad de 
la molécula, toxicidad y eficacia, así como la vía de administración y coste 
económico. 
iii) Capacidad de carga alta. 
iv) Estabilidad farmacéutica. 
v) Capacidad de dosificación controlada del compuesto. 
vi) Métodos de preparación sencillos y fácilmente escalables. 
vii) Riesgo bajo de efectos secundarios. 
El propósito de los vehículos lipídicos es mejorar la absorción gastrointestinal y la 
biodisponibilidad oral del compuesto bioactivo, y su mecanismo de acción se describe en la 
Figura 7 [83, 86]: 
(1) Tras la administración oral de la formulación con el compuesto bioactivo, y una vez 
alcanzado el entorno acuoso del estómago, la lipasa gástrica comienza la digestión de las 
formulaciones lipídicas. A su vez, los movimientos peristálticos del estómago facilitan la 
dispersión de los excipientes lipídicos en pequeñas gotas. De esta manera, se acelera el proceso 
de solubilización del compuesto bioactivo en la matriz lipídica, lo que mantiene al compuesto 
bioactivo en disolución durante un período prolongado, evitando la precipitación y 
protegiéndolo del pH ácido del estómago y la degradación enzimática y/o química del tracto 
gastrointestinal. 
(2) Ya en el intestino delgado, la presencia de compuestos lipídicos estimula la segregación 
de bilis y jugos pancreáticos. La lipasa pancreática hidroliza los TAGs en AGLs, MAGs y 
diacilgliceroles (DAGs) que sufren procesos de hidratación y autoensamblaje que dan lugar a 
la generación de estructuras cristalinas líquidas en las interfases oleosas. La dispersión de estos 
cristales líquidos en los fluidos intestinales produce distintas estructuras, con fases cúbicas, 
lamelares o hexagonales, todas ellas con diferente capacidad de carga. Los productos de la 
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y micelas mixtas. Estas estructuras coloidales favorecen la solubilización y transporte del 
compuesto bioactivo hasta la zona de absorción, protegiéndolo de la microbiota intestinal y de 
la degradación enzimática, alargando su tiempo de residencia y favoreciendo una distribución 
uniforme a lo largo del tracto gastrointestinal, que minimiza la irritación de la pared duodenal 
debida al contacto directo con el compuesto bioactivo. 
Figura 7. Mecanismo de acción de los vehículos lipídicos en la mejora de la 
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(3) La formación de estos sistemas coloidales mejora la absorción intestinal de los 
compuestos bioactivos mediante distintos mecanismos: (i) mejorando el transporte paracelular 
mediante la apertura de las uniones estrechas; (ii) aumentando la fluidez de la membrana, que 
facilita la absorción transcelular; (iii) promocionando la fagocitosis por células especializadas; 
(iv) incrementando la concentración intracelular y el tiempo de residencia mediante la 
inhibición de glicoproteínas de transporte; (v) estimulando la producción de lipoproteínas y 
quilomicrones, que reaccionan con el compuesto bioactivo y lo transportan al sistema linfático. 
Por estas razones, y considerando la temática de la presente Tesis, a continuación se 
detallan los últimos avances en el desarrollo de sistemas de vehiculización de compuestos 
bioactivos basados en lípidos. 
1.2.2.1. Sistemas vesiculares 
(i) Liposomas. Se tratan de vesículas esféricas con una membrana compuesta de una o 
varias bicapas de FLs. El carácter anfifílico de los FLs facilita la ordenación de estas moléculas 
de tal manera que en medios acuosos, las cabezas polares se orientan hacia el exterior de la 
estructura, y las colas hidrofóbicas se sitúan en el interior. Al ordenarse como una bicapa, 
permite la inclusión de moléculas tanto de carácter hidrófilo como lipófilo. De acuerdo a las 
dimensiones de los liposomas, pueden clasificarse en tres categorías [87]: vesículas 
unilamelares pequeñas; vesículas unilamelares grandes y vesículas multilamelares [88]. 
Las principales ventajas en el uso de liposomas para la vehiculización de compuestos 
bioactivos radican en que i) mejora su solubilidad y estabilidad; ii) evita la precipitación 
gástrica y la degradación temprana en el intestino; iii) minimiza los efectos secundarios. Sin 
embargo, los liposomas convencionales presentan una baja estabilidad en el sistema 
circulatorio y un reducido tiempo de residencia, relacionado con la eficacia de la liberación del 
compuesto bioactivo, que hace que se busquen modificaciones alternativas [89]. 
Entre las modificaciones más comunes, está la inclusión de colesterol o de 
polietilenglicol a la superficie del liposoma (Figura 8), lo que le confiere de una estabilización 
estérica, consiguiendo disminuir la fluidez de la membrana y permeabilidad, obteniendo así 
una posterior estabilización in vivo. La modificación estructural también puede ir dirigida a la 
unión de distintos tipos de ligandos (anticuerpos, péptidos y carbohidratos) a la superficie del 
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Figura 8. Estructura tridimensional de un liposoma [92] 
Alternativamente, se ha planteado el uso de unas estructuras similares a los liposomas 
denominadas arqueosomas. Estas estructuras están formadas por la combinación de FLs y 
tetraéteres lipídicos saturados, que se pueden extraer de microorganismos pertenecientes al 
reino de las arqueobacterias. La presencia de los enlaces éter dentro de la estructura vesicular 
les confiere de una mayor estabilidad térmica, hidrolítica y frente a la acción de fosfolipasas, 
una mayor resistencia a pH ácido, y una reducción en la fluidez de la membrana, lo que conlleva 
a un mayor empaquetamiento, sin necesidad de añadir colesterol (Figura 9) [93]. Sin embargo, 
la obtención de estos compuestos puede resultar un inconveniente debido a la dificultad para 
obtenerlos a partir de fuentes naturales [94].. 
Figura 9. Representación de los arqueosomas. Los tetraéteres lipídicos se alternan con los 
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(ii) Complejos fosfolipídicos (fitosomas). Estas estructuras, al igual que los liposomas, 
se componen de vesículas esféricas con una membrana bicapa en la que las cabezas hidrofílicas 
están expuestas hacia el medio acuoso, mientras que las colas hidrofóbicas se mantienen juntas 
en el interior. Sin embargo, a diferencia de los liposomas, el compuesto bioactivo no se localiza 
en el núcleo acuoso, sino que se enlaza al extremo polar del FL mediante interacciones químicas 
débiles, mientras que la fase apolar queda libre (Figura 10). Esta combinación de fitoquímico 
y FL, generalmente en proporciones 1:1 o 1:2 (p:p) resulta en una estructura altamente 
biocompatible y biodisponible debido a un aumento de la permeabilidad del fitoquímico, que 
alcanza el torrente sanguíneo con mayor facilidad y de manera controlada, con un mayor tiempo 
de residencia [95, 96]. 
Figura 10. Representación gráfica de las principales diferencias estructurales entre 
liposomas y fitosomas, donde el compuesto bioactivo se une a las cabezas polares de los FLs 
mediante interacciones covalentes débiles [97]. 
1.2.2.2. Nanopartículas lipídicas 
Al igual que los sistemas vesiculares, se tratan de estructuras esféricas, con un tamaño 
comprendido entre 40 y 1000 nm, sin embargo, el estado físico de estas formulaciones es sólido. 
En los últimos años, estos sistemas portadores han despertado gran interés debido 
principalmente a que se tratan de una alternativa económica y su producción, fácilmente 
escalable, se desarrolla en ausencia de disolventes orgánicos [98, 99]. Además, las 
nanopartículas lipídicas presentan beneficios tales como alta estabilidad física, versatilidad 
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(i) Nanopartículas lipídicas sólidas (NLS): Están constituidas por sólidos lipídicos 
con propiedades biocompatibles, biodegradables y generalmente reconocidos como seguros 
(GRAS), como por ejemplo TAGs, AGs o esteroides [101]. Presentan las ventajas de las 
nanopartículas lipídicas descritas anteriormente, sin embargo, al tratarse de estructuras sólidas, 
con el tiempo las moléculas tienden a una reestructuración polimórfica hacia un estado 
energético menor. De este modo se obtiene una forma cristalina que alberga menos espacio en 
su interior, lo que hace que el compuesto vehiculizado acabe finalmente expulsado de la matriz 
[102]. 
(ii) Complejos lipídicos nanoestructurados (CLN): Estos complejos también son 
sólidos a temperatura ambiente y corporal, sin embargo, su composición incluye además una 
fracción de lípidos en estado líquido. Esta diferencia evita la ordenación de las moléculas 
sólidas y la posterior expulsión del compuesto bioactivo, mejorando así su capacidad de carga 
y reduciendo su contenido en agua [103]. 
1.2.2.3. Emulsiones 
(i) Microemulsiones (ME) y nanoemulsiones (NE): Se trata de dispersiones 
coloidales obtenidas a partir de la mezcla de aceite, agua y surfactantes. Las dispersiones 
coloidales consisten habitualmente en una suspensión de pequeñas partículas en un medio 
líquido, y para ciertas aplicaciones, es recomendable la minimización del tamaño de dichas 
partículas. De este modo, se puede reducir la agregación de partículas [104], mejorando la 
estabilidad, y se puede mejorar la biodisponibilidad de ciertos compuestos lipófilos 
encapsulados en estas emulsiones [105]. MEs y NEs presentan similitudes estructurales, 
aunque existen diferencias relevantes. 
Las MEs se tratan de sistemas isotrópicos que se forman espontáneamente, es decir, sin 
necesidad de un aporte energético adicional, y con métodos de preparación sencillos. Son 
formulaciones termodinámicamente estables, y con baja viscosidad y alergenicidad, unas 
características adecuadas para su uso en sistemas portadores [106]. Así, al igual que otros 
lípidos portadores, mejoran la estabilidad y permeabilidad del compuesto bioactivo, permiten 
una liberación controlada del mismo, y mejoran su absorción y biodisponibilidad a través del 
sistema linfático [107]. 
A pesar de las ventajas expuestas, las MEs presentan limitaciones, ya que son sensibles 
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comprometer su estabilidad. Además, las MEs requieren altas cantidades de surfactantes para 
poder tener una capacidad de carga eficiente, especialmente cuando se usan TAGs como fase 
oleosa [108]. 
Las NEs por su parte, pueden ser consideradas emulsiones convencionales, pero con un 
tamaño de partícula muy pequeño. Se tratan por tanto de dispersiones coloidales inestables de 
dos líquidos inmiscibles, en el que uno de ellos forma gotas esféricas. Pese a la nomenclatura 
utilizada, estas formulaciones son de un tamaño mayor que las MEs y su estabilidad 
termodinámica es menor. Sin embargo, las NEs no se ven afectadas por cambios en el medio, 
y requieren menor cantidad de surfactantes en su formulación [108]. 
(ii) Nanosuspensiones: La escasa hidrosolubilidad de un compuesto bioactivo no 
necesariamente implica una buena solubilidad en medios lipófilos. Así, no siempre es posible 
disolver el compuesto en las cantidades necesarias, incluso tras la adición de excipientes e 
independientemente del medio utilizado. Para estos casos, el transporte de estos compuestos 
bioactivos puede ser solventado mediante el uso de nanosuspensiones, donde se omite el 
proceso de disolución y se mantiene el compuesto en un estado cristalino de tamaño lo 
suficientemente pequeño [109]. Estas formulaciones se definen como dispersiones coloidales 
líquidas cuyo tamaño de partícula oscila entre 1-1000 nm [110]. El uso de estas formulaciones 
ofrece además una ventaja adicional, y es que permite una mayor concentración del compuesto 
bioactivo, con lo que los volúmenes de administración se reducen, lo que resulta de especial 
interés cuando las dosis requeridas son altas. Además, el reducido uso de excipientes en 
relación con el compuesto bioactivo disminuye los posibles efectos adversos sobre el 
organismo [111]. Sin embargo, estas formulaciones presentan inconvenientes relacionados con 
su estabilidad, ya que puede existir un crecimiento de cristales y consecuentes procesos de 
agregación, floculación, y sedimentación [112]. 
(iii) Sistemas autoemulsionables (SAEs): Otra alternativa para abordar la 
problemática asociada a la escasa solubilidad de algunos compuestos bioactivos es el uso de 
SAEs, sistemas micro-autoemulsionables (SMAEs) y sistemas nano-autoemulsionables 
(SNAEs). Se tratan de mezclas isotrópicas, cuya composición cubre un amplio espectro de 
compuestos, siendo principalmente aceites, surfactantes hidrófilos y lipófilos y co-solventes, 
categorizados como GRAS. Adicionalmente, se pueden incluir antioxidantes naturales como 
α-tocoferol o β-caroteno para prevenir procesos oxidativos de la mezcla. La principal 
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ingesta. Al entrar en contacto con el medio acuoso del tracto gastrointestinal, junto con los 
movimientos peristálticos, que facilitan la agitación necesaria, los SAEs se dispersan con 
rapidez y forman emulsiones de manera espontánea, cuyo tamaño de partícula varía desde 
menos de 100 nm a más de 300 nm [83]. 
Pouton [113, 114] introdujo el sistema de clasificación de formulaciones lipídicas 
(Tabla 1), donde se señalan las principales diferencias en la composición de los distintos tipos 
de formulaciones y un breve resumen de sus características.  
Las formulaciones de tipo I consisten en la solubilización del compuesto bioactivo de 
interés en TAG o mezcla de otros glicéridos. Por lo general, estos sistemas ofrecen una escasa 
dispersión inicial en medios acuosos, y requieren de procesos digestivos, en concreto la acción 
de la lipasa pancreática y co-lipasa, para generar productos de digestión anfifílicos y promover 
así una transferencia hacia un estado coloidal en la fase acuosa. Sin embargo, dichos procesos 
digestivos son altamente eficientes y permiten la dispersión de la formulación y la 
solubilización del compuesto bioactivo. Este grupo de formulaciones por tanto representa una 
opción relativamente simple para compuestos bioactivos con una alta liposolubilidad [115]. 
Dentro del tipo II, se enmarcan los SAEs. Esta categoría engloba la formulación con 
TAGs, DAGs, MAGs y surfactantes insolubles en agua. Habitualmente los aceites presentes en 
estas mezclas son TAGs con AGs de cadena media, y el carácter autoemulsionable se alcanza 
al superar el 25% (p/p) de surfactantes en la composición final, siendo la concentración óptima 
del 30-40%. Una concentración superior al 50% de estos surfactantes puede ralentizar el 
proceso de emulsión de estos sistemas debido a la generación de fases cristalinas en la interfase 
aceite-agua [116]. Estas formulaciones producen áreas interfaciales grandes que permiten un 
reparto eficiente del compuesto vehiculizado entre las gotas de aceite y la fase acuosa, donde 
ocurre la absorción intestinal [117]. Sin embargo, la escasa disponibilidad de surfactantes 
lipófilos que sean capaces de promover la autoemulsión, y que el tamaño de partícula que se 
genera en la emulsión es relativamente grande, ha hecho que el uso de estas formulaciones haya 
sido sustituido por las formulaciones tipo III [86]. 
Las formulaciones de tipo III son las comúnmente denominadas SMAEs y SNAEs y se 
caracterizan por la inclusión de surfactantes hidrofílicos y co-solventes como etanol, 
propilenglicol y polietilenglicol. Una subdivisión adicional dentro de esta categoría se utiliza 




Tipo I Tipo II Tipo IIIA Tipo IIIB Tipo IV
TAG o mezcla de 
glicéridos (% p/p)
100 40-80 40-80 <20 ―
Surfactantes 
hidrófobos (% p/p)
― 20-60 ― ― 0-20
Surfactantes 
hidrófilos (% p/p)
― ― 20-40 20-50 30-80
Cosolventes 
hidrófilos (%p/p)
― ― 0-40 20-50 0-50
Tamaño de 
partícula de la 
dispersión (nm)
Grueso 250-2000 100-250 50-100 <50
Características No dispersante
SAE sin compuestos 
hidrófilos
SAE/SMAE con compuestos 
hidrófilos
SMAE con compuestos 
hidrófilos y contenido 
reducido en aceite
Formulaciones sin aceite
Importancia de la 
dilución en agua
Limitada
Capacidad solvente sin 
afectar
Pérdida parcial de la 
capacidad solvente
Cambios de fase y pérdida de 
la capacidad solvente
―
Importancia de la 
digestibilidad
Requisito crucial Preferente Puede estar inhibida No requerida y no ocurre No ocurre
Ventajas
GRAS; simple; compatibilidad 
con cápsulas
Fácil mantenimiento de la 
capacidad solvente tras la 
dispersión
Dipersión clara; absorción sin 
digestión
Dipersión clara; absorción sin 
digestión
Buena capacidad solvente; 
dispersión en micelas
Inconvenientes
Pobre capacidad solvente 
(excepto para compuestos 
altamente lipófilos)
Dispersión con turbidez
Posible pérdida de la 
capacidad solvente en la 
dispersión. Poca digestibilidad
Fácil perdida de la capacidad 
solvente tras la dispersión
Pérdida de la capacidad 
solvente en la dispersión; 
puede no ser digerible
Tipos de formulaciones lipídicas
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detrimento de la fase oleosa. A diferencia de las formulaciones de tipo II o SAEs, el tamaño de 
partícula en la emulsión es más reducido, situándose por debajo de 200 nm en el caso de 
SMAEs y de 50 nm en el caso de SNAEs, dando lugar a sistemas completa o parcialmente 
transparentes [118]. El incremento en surfactantes hidrófilos en la composición final de las 
formulaciones conduce a una mejor dispersión de éstas en el medio acuoso sin necesidad de un 
proceso digestivo, consiguiendo tamaños de partícula más reducidos, factor directamente 
relacionado con la absorción intestinal. Sin embargo, la disminución en la proporción de fase 
oleosa aumenta el riesgo de precipitación del compuesto bioactivo vehiculizado [119]. 
Las formulaciones tipo IV son básicamente una mezcla de surfactantes y co-solventes 
y no hay presencia de aceite. El mayor inconveniente de estas formulaciones es la alta 
probabilidad de precipitación del compuesto bioactivo, y su uso solamente es conveniente si 
esta precipitación se produce como una suspensión cristalina fina o en partículas amorfas. 
Además, el uso de estas formulaciones en administración oral puede acarrear problemas con la 
exposición prolongada de cantidades altas de surfactantes en el tracto gastrointestinal, que 
puede conllevar irritación y daños locales por la adhesión a las pareces del estómago o del 
intestino [116]. 
Si bien el uso de TAGs en formulaciones lipídicas tiene el inconveniente descrito de 
una baja capacidad de dispersión, y la necesidad de un proceso digestivo, es interesante 
considerar los productos generados tras esa digestión, esto es, MAGs y AGLs, como punto de 
partida de una formulación lipídica. Así, el uso de sistemas “pre-digeridos” puede postularse 
como una alternativa a los SAE descritos anteriormente, con la ventaja de contar con una 
composición altamente biocompatible y GRAS [116]. 
Los SAEs, SMAEs y SNAEs se presentan habitualmente en un estado líquido que 
puede conllevar problemas relacionados con la estabilidad, precipitación de los compuestos 
vehiculizados, dosis de volúmenes elevados, dificultades con el manejo y transporte y pocas 
alternativas para su administración. Para evitar esta problemática añadida, una solución está en 
la generación de SAEs sólidos. Estos sistemas permiten la administración en un amplio 
espectro de formatos (tabletas, cápsulas, pellets…) y reduce los inconvenientes de las 
formulaciones líquidas [120]. Estudios actuales se centran en el desarrollo de técnicas 
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inconvenientes en el posible deterioro del compuesto bioactivo, la reducción de carga, y la 
posible irreversibilidad del proceso al intentar reconstituir la emulsión [121]. 
Durante toda esta sección se ha explicado que la finalidad del uso de formulaciones 
lipídicas está en mejorar y mantener la solubilidad del compuesto bioactivo durante todo el 
tránsito a lo largo del tracto gastrointestinal. Sin embargo, recientes estudios demuestran que 
durante el proceso digestivo, las formulaciones lipídicas pueden perder su capacidad de 
solvatación, lo que conduce a una sobresaturación del compuesto bioactivo. Si bien este hecho 
podría derivar en la precipitación del compuesto, estos sistemas sobresaturados tienen una 
mayor actividad termodinámica, y por tanto un mayor potencial de absorción que los sistemas 
coloidales que mantienen la solubilidad del compuesto. Así, el uso de estos sistemas 
sobresaturados se postula como una buena alternativa para compuestos bioactivos con una alta 
permeabilidad [86, 122] 
1.3. Modificación enzimática de lípidos 
Como se ha explicado a lo largo de la presente introducción, la modificación estructural 
de lípidos resulta una estrategia interesante para la obtención de nuevas moléculas con 
propiedades químicas, físicas, bioactivas y tecnológicas más deseables. Adicionalmente, los 
criterios de desarrollo sostenible que se están implementando en diversos sectores industriales, 
han propulsado el interés por procedimientos más comprometidos con el medio ambiente. 
En este sentido, el uso de enzimas como biocatalizadores de los mencionados procesos 
de modificación lipídica puede ser considerado como una alternativa medioambientalmente 
sostenible a los catalizadores químicos más convencionales, pudiendo de hecho englobarse 
dentro del concepto de “Química Verde” [123]. Los avances dentro de la ingeniería genética 
han hecho posible obtener enzimas de manera más económica, y con actividad más eficiente, 
ofreciendo además la posibilidad de crear nuevas cepas con actividades catalíticas diseñadas a 
la medida de las necesidades, por ejemplo, con mayor estabilidad térmica o frente a cierto pH. 
Además de las ventajas medioambientales que ofrece la biocatálisis, el uso de enzimas 
destaca por su excelente regio-, quimio- y estereoselectividad, que ayuda a desarrollar 
modificaciones mucho más precisas y controladas, permitiendo el uso de condiciones de 
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A pesar de estas claras ventajas, el empleo de estos biocatalizadores presenta 
determinados inconvenientes a tener en cuenta: (i) su limitada estabilidad ya que son proteínas 
que se pueden desnaturalizar, y perder total o parcialmente su actividad; (ii) su elevado coste, 
lo que obliga a optimizar el proceso para minimizar su uso e intentar su recuperación; y (iii) 
los ciclos de reacción pueden llegar a ser excesivamente largos en comparación con procesos 
catalizados químicamente [125, 126]. 
Generalmente, las enzimas ejercen su actividad catalítica en condiciones fisiológicas, 
es decir, en medios acuosos. Sin embargo, el uso de disolventes orgánicos puede resultar 
conveniente por las ventajas que presenta, ya que puede cambiar el equilibrio termodinámico 
de la reacción, minimizar la contaminación microbiana y ser favorable para sustratos insolubles 
y/o inestables en agua [127]. En la biocatálisis de compuestos lipídicos, los disolventes etanol, 
acetona y hexano son los más utilizados, sin embargo, con el fin de seguir la línea de las 
recomendaciones marcadas por la Química Verde, y más aun teniendo en cuenta su potencial 
uso en la industria alimentaria, es preferible descartar el uso de disolventes orgánicos y 
reemplazarlos por aquellos categorizados como GRAS y de grado alimentario [128]. Además, 
en ocasiones es incluso posible descartar el uso de disolventes y llevar a cabo la reacción 
solamente a partir de los sustratos líquidos, lo cual presenta ventajas económicas y de ejecución, 
sobre todo a escala industrial. Otros medios de reacción alternativos al uso de disolventes son 
los fluidos supercríticos, principalmente dióxido de carbono, el agua subcrítica, los líquidos 
iónicos [129] y las mezclas eutécticas [130]. 
Las enzimas más utilizadas en la modificación de lípidos son las pertenecientes a la 
subcategoría EC 3.1, hidrolasas que actúan sobre un enlace éster, y más en concreto las lipasas 
y las fosfolipasas [131]. A continuación, se detallan los principales procesos biocatalíticos 
donde intervienen estas enzimas. 
1.3.1. Reacciones catalizadas por lipasas 
Las lipasas (triacilglicerolhidrolasas EC 3.1.1.3) son una clase de enzimas con una alta 
estabilidad y que conservan su actividad catalítica incluso en condiciones desfavorables [132]. 
Se obtienen a partir de animales, plantas o microorganismos y su función fisiológica es la 
hidrólisis de TAGs para producir MAGs, DAGs, AGLs o glicerol, en función del grado de 
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Figura 11. Representación esquemática de la reacción de hidrólisis de triglicéridos. 
No obstante, en ausencia de agua y en condiciones controladas, las lipasas pueden 
catalizar reacciones de esterificación (proceso inverso a la hidrólisis) y transesterificación 
(Figura 12). 
En función del sustrato utilizado, las reacciones de transesterificación se pueden dividir 
en [133]: 
(i) Acidolisis: En este caso, se lleva a cabo el intercambio de un grupo acilo entre un 
ácido y un éster. Se trata de un mecanismo efectivo para la incorporación del AG 
de interés como ácido eicosapentaenoico y ácido docosahexaenoico en aceites de 
origen vegetal para mejorar sus propiedades nutricionales [134] y para la síntesis 
de lípidos estructurados, como algunos de los descritos en el apartado 1.2.1 de la 
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Figura 12. Representación esquemática de los distintos tipos de reacciones de 
transesterificación. Acidolisis (A), Interesterificación (B), Alcoholisis (C) (concretamente 
etanolisis). 
(ii) Interesterificación: En esta reacción se produce un intercambio de grupos acilo 
entre dos ésteres, comúnmente TAGs o ésteres de AG. La interesterificación de 
TAGs se suele emplear como método para cambiar las propiedades físicas de 
ciertas grasas y aceites mediante la alteración de la distribución posicional de los 
distintos AGs en los TAGs [135]. La síntesis de TAGs estructurados es posible 
mediante esta vía, sin embargo, presenta una desventaja, y es que el TAG de interés 





Capítulo 1. INTRODUCCIÓN 
(iii) Alcoholisis: Este tipo de transesterificación se produce entre un éster y un alcohol. 
Se puede diferenciar entre el uso de monoalcoholes de cadena corta, habitualmente 
entre 1 y 4 carbonos de longitud, y el uso de glicerina como nucleófilo de la 
reacción. En el primer caso, los productos de reacción son los correspondientes 
ésteres de AG, y el resto glicérido, en función del grado de conversión alcanzado. 
Esta reacción es el fundamento de los procesos de obtención de biodiesel [136], 
pero también es ampliamente utilizada en la industria alimentaria, como en la 
obtención de concentrados de AGs omega-3 [137]. Por otro lado, el uso de una 
molécula de glicerol como sustrato, da lugar a las reacciones de glicerolisis, donde 
se produce una mezcla final de MAGs, DAGs y TAGs [138].  
1.3.1.1. Reacciones de glicerolisis enzimática 
La reacción de glicerolisis consiste en una transesterificación (tipo alcoholisis), en la 
que un enlace éster existente entre un grupo acilo y un glicerol se rompe por la acción de una 
molécula de glicerol libre, que actúa como nucleófilo, siendo transferido el grupo acilo a este 
último (Figura 13). Las lipasas más utilizadas en estos procesos son Candida antarctica, 
Thermomyces laguginosa y Rhizomucor miehei. 
La reacción de glicerolisis enzimática comprende una fase hidrófoba lipídica, una fase 
hidrófila de glicerol y la enzima. El mayor inconveniente de este tipo de reacciones es la escasa 
miscibilidad entre los sustratos [139]. Conforme la reacción avanza, los MAGs y DAGs 
generados pueden actuar como emulsificantes, mejorando el contacto entre ambos sustratos y 
mejorando las tasas de conversión, evitando así la adición de disolventes o surfactantes al 
medio [140]. 
No obstante, la adición de disolventes apropiados genera un medio de reacción 
homogéneo, que mejora la transferencia de masa entre los sustratos y los tiempos de 
conversión. La elección del disolvente se debe hacer atendiendo a la capacidad de disolver 
ambos sustratos, con lo que debe tener una polaridad intermedia. En este sentido, el uso de 
alcoholes terciarios, como el tert-butanol, ha tenido resultados satisfactorios en lo relativo a 
rangos de conversión [138]. Hasta la fecha, el reemplazo de disolventes orgánicos por otros 
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Figura 13. Representación esquemática de la reacción de glicerolisis para dar MAG (A) o 
DAG (B) 
Sin embargo, el uso de disolventes puede causar una reducción en la actividad de la 
enzima y su vida útil, y añade además una etapa adicional para eliminarlo del producto final. 
Alternativamente, se plantea el uso de surfactantes, que mejoran el contacto entre los sustratos 
y la enzima [138]. 
1.3.1.2. Especificidad de las lipasas 
Una de las principales características a tener en cuenta en el uso de lipasas como 
biocatalizadores de reacciones de modificación de lípidos es su especificidad. Esta 
característica ha sido aprovechada en la producción de lípidos de interés y la mejora de sus 
propiedades funcionales y nutricionales. Se distinguen por tanto entre lipasas no específicas y 
lipasas quimio-, regio- y estereoespecíficas [133]. 
(i) Lipasas no específicas: Ciertas lipasas no muestran ninguna especificidad en las 
reacciones de transesterificación, lo que hace que se produzcan mezclas finales de reacción con 
un reparto aleatorio de los AG en las distintas posiciones de los TAGs. Entre estas enzimas 
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(ii) Regioespecificidad: Habitualmente, las enzimas incluidas en esta categoría tienen 
preferencia por catalizar AG en las posiciones sn-1 y sn-3. Esto es debido a que existe un 
impedimento estérico que no permite que los AGs en posición sn-2 entren en el centro activo 
de la enzima, aunque esto no implica que la reacción estos AGs esté totalmente anulada. 
Además, la posible acilmigración espontánea de los AGs en posiciones sn-2 hacia sn-1 y sn-3, 
complica el estudio de esta especificidad posicional. Enzimas como Aspergillus niger, 
Rhizopus arrhizus, o Rhizopus oryzae muestran estas características. 
(iii) Quimioespecificidad: Las lipasas pueden presentar una preferencia en función de 
la naturaleza química del sustrato. Por ejemplo, Fernández y col. [141] observaron una clara 
discriminación de todas las enzimas estudiadas en la reacción de etanolisis de TAGs y DAKGs, 
siendo la conversión de estos últimos inferior. La quimioespecificidad de las lipasas también 
puede estar relacionada con los AGs que constituyan el lípido. En este sentido, se diferencian 
entre lipasas específicas por AGs de cadena larga o AG de cadena media o corta, como 
Rizhomucor miehei (que muestra preferencia por AGs de cadena corta), o según el número de 
dobles enlaces y la posición de los mismos, como Candida rugosa. 
(iv) Estereoespecificidad: Las escasas lipasas que describen esta característica, como 
las obtenidas a partir de Pseudomonas o la lipasa pancreática porcina, son capaces de catalizar 
las posiciones sn-1 y sn-3 a distintas tasas y velocidad de reacción.  
1.3.2. Reacciones catalizadas por fosfolipasas 
A nivel biológico, las fosfolipasas ejercen un papel esencial en la regulación celular, 
metabolismo y biosíntesis de FLs. La presencia de estas enzimas está extendida a la mayoría 
de organismos vivos, incluyendo plantas, animales, hongos y bacterias, y hasta la fecha, un 
gran número de fosfolipasas han sido purificadas, caracterizadas y clonadas. 
Si bien estas enzimas van a actuar sobre FLs, su acción biocatalítica va a depender del 
enlace sobre el que actúen, distinguiéndose entre acilhidrolasas, que incluyen a las fosfolipasas 
A1 (FLA1), FLA2, y las fosfodiestearasas, donde se enmarcan la fosfolipasa C (FLC) y FLD 
(Figura 14) [142].  
La FLA1 cataliza la hidrólisis del enlace éster de la posición sn-1 del FL, generando el 
correspondiente liso-FL y AGL, y se encuentra presente prácticamente en todas las células. Sin 
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que las lipasas estereoespecíficas sn-1 y sn-3 descritas en el apartado anterior pueden 
desempeñar la misma actividad catalítica, las FLA1 no se han usado excesivamente. No 
obstante, un avance en la purificación de estas enzimas podría ser de particular interés para 
aumentar los escasos rendimientos alcanzados en el uso de lipasas sobre FL [143]. 
 
Figura 14. Especificidad posicional de las fosfolipasas. 
La actividad catalítica de la FLA2 es la misma que la FLA1, pero actúa específicamente 
sobre la posición sn-2 del FL. Se trata de una de las fosfolipasas más estudiadas, y su uso está 
más extendido que en el caso de la FLA1. Existen numerosas casas comerciales que suministran 
esta enzima, y su uso en la industria alimentaria incluye procesos como la modificación de 
emulgentes como lecitinas de huevo, el desgomado de aceites o la síntesis de FLs bioactivos 
[143]. 
La FLC actúa en el enlace fosfodiéster más cercano a la cadena de glicerol de un FL, 
dando lugar a DAG y un éster de fosfato orgánico. Su función biológica está presente en 
procesos de transducción de señales, aunque la disponibilidad de esta enzima es limitada. No 
obstante, su uso está implementado en procesos industriales como el desgomado enzimático de 
aceites y grasas [144]. 
Por último, la FLD cataliza la ruptura del enlace entre la cabeza polar del FL y el grupo 
fosfato, generando ácido fosfatídico (AF) y el correspondiente residuo hidrofílico. Esta enzima 
está presente en organismos procariotas y eucariotas, y está disponible comercialmente. La 
actividad de la FLD es la base de las reacciones de transfosfatidilación, en las que la cabeza 
polar mencionada se intercambia por una molécula con un grupo hidroxilo disponible [145]. 
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característica única de esta enzima, lo que le aporta un interés adicional en la síntesis de nuevos 
compuestos [65]. 
1.3.2.1. Reacciones de transfosfatidilación 
La reacción de transfosfatidilación se puede producir en medios bifásicos, emulsiones 
y microemulsiones. La presencia de una fase acuosa favorece la actividad enzimática de la 
FLD, que se activa en la interfase generada. Así, la reacción puede ocurrir tanto en la fase 
acuosa para alcoholes solubles en agua, como en la fase orgánica, si el sustrato tiene un carácter 
lipófilo. Si bien la FLD cataliza la reacción de transfosfatidilación, la presencia de agua en el 
medio de reacción también favorece la hidrólisis del FL hacia la generación de AF (Figura 15) 
[146].  
 
Figura 15. Representación esquemática de las reacciones de hidrólisis y transfosfatidilación 
catalizadas por la FLD. 
En este sentido, la naturaleza del disolvente puede tener una importante relevancia en 
el desarrollo de la reacción y la preferencia de la FLD por catalizar una de las dos posibles vías. 
Habitualmente, el medio bifásico necesario para el desarrollo de la reacción se consigue con 
un tampón acuoso, ajustado a un pH óptimo para el correcto funcionamiento de la FLD, 
mientras que éter dietílico, cloroformo o acetato de etilo han sido comúnmente elegidos como 
la fase orgánica [147]. Sin embargo, se han utilizado alternativas medioambientalmente más 
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El contenido en agua es también de especial importancia, ya que está directamente 
relacionado con la reacción de hidrólisis. Esta reacción se desarrolla de manera paralela y no 
deseada, ya que consume parte del sustrato y da lugar a la acumulación de AF en el producto 
final, siendo éste más difícil de purificar. Con el fin de eliminar o reducir la presencia de agua 
en el medio de reacción, el uso de líquidos iónicos ha sido descrito con resultados 
prometedores, inhibiendo la reacción de hidrólisis casi en su totalidad [149]. 
Adicionalmente al estudio sobre el medio de reacción utilizado, otra característica a 
tener en cuenta en las reacciones de transfosfatidilación es su baja productividad. Atendiendo 
a las pautas marcadas por Pollard y Woodley [150], para que un proceso biotecnológico sea 
económicamente viable, la productividad volumétrica deber ser al menos de 50 a 100 g/L, y el 
coste relativo de la enzima, es decir, los g de producto obtenido entre los g de biocatalizador 
utilizado, debe situarse en una proporción de 100:1. Tecnologías como la inmovilización de 
enzimas han tenido resultados óptimos en las reacciones de transfosfatidilación [151]. 
Alternativamente, la eliminación de producto de reacción in situ puede resultar una estrategia 
plausible, ya que puede favorecer el desplazamiento del equilibrio de la reacción hacia la 
síntesis de productos [152]. 
1.3.3. Inactivación enzimática 
Como se ha comentado anteriormente, uno de los problemas asociados a la catálisis 
enzimática reside en la inestabilidad del catalizador. Debido a su carácter proteico, las enzimas 
pueden ser susceptibles de procesos de desnaturalización, lo que acarrea una reducción en la 
actividad catalizadora. Los principales factores que pueden alterar esta la conformación de la 
enzima son [133]: 
(i) Temperatura: Por lo general, un incremento en la temperatura conlleva una mayor 
tasa de reacción. Sin embargo, el uso de temperaturas excesivamente altas puede 
llevar a la desnaturalización irreversible de la proteína. Por lo general, las lipasas 
extraídas de animales y plantas son menos termoestables que aquellas de origen 
bacteriano. 
 
(ii) pH: Las lipasas tienen un rango de pH en el que su actividad es máxima, que 
normalmente se sitúa entre 7 y 9, aunque puede abarcar desde 4 a 10. El pH 
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cambio en el mismo puede variar la carga eléctrica, produciendo una modificación 
de la estructura de la enzima, que puede perder su actividad. 
 
(iii) Contenido y actividad de agua: Se ha descrito anteriormente que la presencia de 
agua en el medio de reacción puede llevar al desarrollo de reacciones secundarias 
no deseadas, como la hidrólisis. Además, también puede haber procesos de 
agregación enzimática que dificulten su interacción con los sustratos. Sin embargo, 
un medio completamente anhidro puede causar la desnaturalización de la proteína. 
 
(iv) Concentración de sales: La presencia de iones en el medio puede influir sobre las 
interacciones propias de los aminoácidos que estabilizan la estructura 
tridimensional de la enzima. Por tanto, la concentración en exceso o la total 
ausencia de iones puede afectar a la actividad de la enzima. 
 
(v) Otros factores como la composición de los sustratos, la presencia de agentes 
surfactantes, o la acumulación de producto de reacción también pueden influir 
sobre la actividad de la enzima. 
1.3.4. Cinéticas enzimáticas 
En la optimización de una reacción catalizada enzimáticamente, es conveniente conocer 
diferentes parámetros que pueden afectar al desarrollo de dicha reacción. De este modo, según 
se ha expuesto con anterioridad, un concepto como la especificidad enzimática puede tener una 
gran influencia en la obtención de productos de interés de manera satisfactoria. Asimismo, es 
conveniente determinar la velocidad a la cual se desarrolla la reacción o en qué medida puede 
estar produciéndose una inactivación enzimática que disminuya la actividad del biocatalizador. 
Mediante un estudio cinético, haciendo uso de modelos matemáticos, se pueden obtener valores 
numéricos de estos parámetros, lo que aporta un conocimiento más pormenorizado del 
desarrollo de la reacción, permitiendo así una correcta optimización de la misma. 
Hay gran número de autores que han descrito estudios cinéticos de reacciones 
enzimáticas. Torres y col. [153] utilizaron un modelo uni-respuesta derivado del mecanismo de 
Michaelis-Menten para describir la formación de etil ésteres en la reacción de etanolisis 
enzimática de un subproducto del aceite de oliva. Pessoa y col. [154] por su parte estudiaron la 
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cinético basándose en mecanismos Ping-Pong Bi-Bi y teniendo en cuenta el efecto inhibitorio 
del etanol sobre el biocatalizador. 
Por otro lado, el modelado cinético de reacciones de acidólisis enzimática también ha 
sido objeto de estudio. Pachecho y col. [155] llevaron a cabo una reacción de acidólisis entre 
aceite de girasol y una mezcla de ácido palmítico y ácido esteárico, catalizada por Rhizomucor 
miehei, ajustando la desaparición de los AG a un modelo Ping-Pong Bi-Bi de manera 
satisfactoria, mientras que Palla y col. [156] observaron que en sus experimentos este 
mecanismo sólo era válido hasta las 24 h de reacción, por lo que propusieron un modelo 
cinético adicional. Ray y col. [157] llevaron a cabo la misma reacción catalizada por la enzima 
Rhyzopus oryzae, observando que la evaluación de manera conjunta de todas las etapas del 
proceso, incluida la reacción paralela de hidrólisis, mostraba el mejor ajuste matemático. 
En relación con los AKGs, Torres y col. [50] estudiaron el proceso de obtención de un 
DAKG mediante la reacción de interesterificación enzimática entre etilbutirato y batil alcohol, 
catalizada por la lipasa de Candida antarctica, describiendo un modelo enzimático que 
verificaba la diferente tasa de reacción entre la etapa de esterificación primaria (correspondiente 
a la posición sn-1) y la secundaria (posición sn-2), estimando también la vida útil del 
biocatalizador. El producto de esta reacción fue utilizado más tarde por el mismo grupo de 
investigación [158], como substrato de la reacción de etanolisis enzimática catalizada por la 
lipasa de Candida antarctica, realizando una comparación con su análogo TAG, la tributirina. 
El análisis cinético de este estudio permitió verificar la quimioespecificidad de esta enzima, 
basándose en la menor tasa de conversión obtenida para los AKGs en comparación con la 
tributirina.  
Uno de los primeros trabajos en describir aspectos cinéticos de la reacción de 
glicerolisis enzimática fue publicado en 2005 por Moquin y col. [159], quienes correlacionaron 
la reacción de glicerolisis enzimática de aceite de soja en CO2 supercrítico con una serie de 
reacciones reversibles, teniendo en cuenta la reacción de hidrólisis que se produce de manera 
paralela. Posteriormente, se han desarrollado estudios cinéticos de la glicerolisis enzimática de 
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1.4. Comportamiento cristalino y caracterización de sistemas lipídicos 
Muchas de las propiedades atribuidas a algunos aceites y grasas, tienen su justificación 
en las características físicas de las redes estructurales formadas. Por ejemplo, para grasas como 
el chocolate, la palatabilidad en boca va a depender de la estructura cristalina de los TAGs que 
lo componen, al igual que la plasticidad de la mantequilla o la funcionalidad de la leche [165]. 
Lo mismo ocurre en el caso de aceites líquidos, como aceites de fritura, mayonesas o aderezos, 
donde la cristalización de alguno de sus compuestos puede suponer efectos no deseados en el 
producto [166]. Asimismo, en sistemas de vehiculización lipídica, las macroestructuras 
formadas por los lípidos anfifílicos van a ser decisivas en lo relativo a la capacidad de carga de 
compuestos bioactivos y en la liberación de éstos en el tracto gastrointestinal tras su ingesta 
[167]. 
1.4.1. Comportamiento cristalino en medios hidrófobos. 
Para la mayoría de las mezclas lipídicas con carácter sólido o semi-sólido, las 
propiedades físicas del sistema son determinadas a través del estudio de la componente sólida, 
que habitualmente se presenta como una red tridimensional cristalina [168]. El crecimiento de 
la red cristalina comienza cuando alguna de las moléculas se reordena y cristaliza en forma de 
lamelas desde el estado fundido a unos cristales primarios. Una vez formados estos cristales, 
se forman agregados mediante transferencia de masa y calor para formar policristales o 
agregados cristalinos, hasta que se forma una red tridimensional [169]. 
El proceso de cristalización puede dar lugar a la formación de distintas estructuras a 
partir de una misma grasa. Este fenómeno se conoce como polimorfismo. Por ejemplo, en el 
caso de grasas compuestas por TAGs, factores como la velocidad de cristalización, el tamaño 
de los cristales, la temperatura o la presión, pueden dar lugar a la generación de distintos 
polimorfismos, denominados α, β’ y β, cuya disposición estructural se corresponden con 
estructuras hexagonales, ortorrómbicas y triclínicas respectivamente [170]. La estabilidad de 
cada estructura formada varía, y con el fin de alcanzar el estado de mínima energía, puede 
existir una reordenación molecular que conduzca de un estado polimórfico a otro. Estas 
transformaciones polimórficas transcurren según muestra la Figura 16 esto es, de α à β’ à β, 
siendo el estado polimórfico β el más estable. Adicionalmente a la estructura cristalina 
generada, también se puede diferenciar entre el grado de empaquetamiento generado según la 
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similares se empaquetan de manera más compacta, dando lugar a lo que se denominan 
estructuras de doble longitud de cadena (2L), mientras que si existen diferencias relevantes en 
las propiedades de los AGs, el empaquetamiento es menor, dando lugar a estructuras con 
longitud de cadena triple (3L) (Figura 16). 
Figura 16. Formas polimórficas de cristales de grasa, incluyendo las posibles transiciones 
polimórficas, las estructuras de empaquetamiento de las celdas, las características de 
estabilidad y las conformaciones de los TAGs [171]. 
En los vehículos lipídicos, el proceso de transformación polimórfica de una fase a otra 
puede ser una causa de expulsión de la matriz del compuesto bioactivo transportado. El 
reordenamiento a estructuras termodinámicamente más estables implica un grado de 
empaquetamiento mayor, lo que conlleva un menor espacio entre las cadenas de AGs y los 
residuos de glicerol, haciendo que ya no sea posible albergar el compuesto bioactivo [172]. Por 
ello es importante controlar dichas transformaciones polimórficas. Una posible estrategia es 
intentar preservar la fase α durante el mayor tiempo posible, por ejemplo conservando el 
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transformación polimórfica hacia la fase β, de manera que el material ya sea estable durante su 
almacenamiento [174]. 
Los MAGs pueden comportarse de manera análoga a los TAGs, ya que también tienen 
un comportamiento cristalino y forman distintos polimorfismos en función de las condiciones 
de cristalización utilizadas, que influirán sobre sus propiedades tecnológicas y funcionales 
[175]. Son tres las formas polimórficas generalmente descritas para los 1-MAGs, sub-α, α y β, 
con un grado de empaquetamiento de doble longitud de cadena. Al igual que ocurre con los 
TAGs, también pueden existir transformaciones polimórficas hacia la conformación β, más 
estable. Sin embargo, el comportamiento polimórfico para MAGs de AG insaturados, como la 
monooleína (MO), la monolinoleina o la monolinolenina, ha demostrado ser más sencillo, ya 
que cristaliza directamente en la forma estable β [176]. Los 2-MAGs, independientemente de 
la presencia o no de dobles enlaces, no tienen polimorfismo y cristalizan directamente en la 
forma β, con un punto de fusión ligeramente menor que su análogo asimétrico[177]. Las 
mezclas de distintos MAGs pueden dar lugar a un mayor número de polimorfismos que cuando 
se encuentran aislados. Recientemente, Alfutimie y col. [178] observaron fases α-gel, sub-α, 
cristal β1, cristal β2 e isotrópica L2 a partir de una mezcla de MO y monoestearina.  
Lo descrito hasta este punto sucede en mezclas relativamente sencillas de glicéridos, es 
decir, sistemas cuya composición abarca tan solo moléculas de TAG o MAG. Sin embargo, es 
habitual encontrarse con mezclas de distintos glicéridos con distintos perfiles de AGs. De 
hecho, existe un reciente interés en el estudio de la interacción entre distintos lípidos y las 
consecuencias de estas asociaciones interlipídicas en sus propiedades [179]. Frederick y col. 
[180] observaron que los MAGs obtenidos a partir de aceite de girasol, con alguna insaturación 
en sus AGs, no tenían efecto en el proceso de nucleación de los cristales del aceite de palma, 
mientras que MAGs saturados favorecían dicho proceso. Estos autores atribuyeron este efecto 
a la similitud que existe entre el aceite de palma y los MAGs saturados. Los MAGs forman 
micelas inversas, y en el caso de que sean saturados, debido a su alto punto de fusión, pueden 
cristalizar, lo que hace que actúen como núcleo de cristalización. 
Por otro lado, resulta de interés la inclusión de MAGs en una matriz oleosa líquida. 
Este tipo de mezclas ha sido objeto de estudio por la variedad de polimorfismos que genera 
(Figura 17). A altas temperaturas, la mezcla se encuentra en un estado fluido isotrópico, con la 
posibilidad de que exista la formación de micelas. Por debajo de la temperatura de gelificación, 
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puros, con una estructura hexagonal. Si la temperatura sigue disminuyendo hasta alcanzar la 
temperatura de cristalización del surfactante, se reorganiza para formar los cristales sub-α, con 
una estructura de red ortorrómbica [181, 182].  
Las dos fases α formadas son metaestables. Sin embargo, con el paso del tiempo, la 
estructura microscópica cambia, sufriendo una transformación con consecuencias en sus 
propiedades físicas. Esta nueva estructura, denominada β-cristal (Lβ’), tiene una celda unidad 
triclínica. Finalmente, esta reordenación puede llevar a un máximo empaquetamiento, 
estableciéndose enlaces de hidrógeno entre las cabezas polares, y expulsando la fase líquida, 
observando así una sedimentación [182]. 
El uso de las mezclas entre MAGs y aceites es una alternativa interesante al uso de 
grasas convencionales, ya que se obtienen sistemas lipídicos con propiedades físicas de interés, 
pero con una reducción en el contenido en AGs saturados y sin la presencia de AG trans, 
disminuyendo los niveles de TAG, AGL e insulina en sangre [183, 184]. 
 
Figura 17. Posibles conformaciones en la mezcla MAG-aceite, en función del 
contenido en MAG y la temperatura. Con el paso del tiempo, las conformaciones α-gel y sub-
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1.4.2. Comportamiento cristalino en medios hidrófilos. 
Una de las principales aplicaciones de los MAGs, ha sido su uso en emulsiones de 
medio acuoso. Una propiedad característica de los MAGs en agua es su capacidad para formar 
mesofases liotrópicas o cristales líquidos mediante un proceso de auto-ensamblaje. Los MAGs 
cristalizan formando bicapas que son insolubles en agua. Sin embargo, al ser sometidos a calor, 
el MAG se funde a la vez que permite la entrada en la región hidrófila de las bicapas, lo que da 
lugar a la formación de fases líquidas cristalinas [186]. El comportamiento de los MAGs en la 
fase acuosa presenta una mayor complejidad de polimorfismos en función de la temperatura y 
la relación entre MAG y agua (Figura 18), así como de las cadenas alifáticas propias de cada 
MAG, la presencia de otros compuestos y las condiciones del medio en lo relativo a salinidad, 
pH y presión [187]. 
 
Figura 18. Diagrama de fases para las mezclas de MO y agua en función de la temperatura 
[188]. 
Estas fases líquidas cristalinas se encuentran presentes de manera bastante generalizada 
en distintos medios. Por ejemplo, las membranas celulares son resultado de la formación de 
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formadas a raíz de la acción de las lipasas sobre los TAGs responden a estos polimorfismos 
[189]. En los últimos años, las fases cúbicas (V2 – Pn3m y Ia3d –) y hexagonales, han recibido 
mucho interés debido a su potencial uso como sistemas de vehiculización de compuestos 
bioactivos, principalmente por su estabilidad y por su capacidad para liberar el compuesto 
bioactivo de una manera controlada [190]. En la fase cúbica, los compuestos bioactivos 
hidrofílicos se albergan en el canal de agua formado entre las cabezas polares, mientras que los 
lipófilos se sitúan en la bicapa lipídica. Por su parte, las fases hexagonales forman un dominio 
acuoso donde se posicionan los compuestos bioactivos polares, mientras que los compuestos 
apolares se sitúan entre las regiones hidrofóbicas generadas (Figura 19) [191]. 
 
Figura 19. Posible localización de compuestos bioactivos en las mesofases cúbica (A) y 
hexagonal inversa (B) formadas en la mezcla de MAG y agua [191]. 
De manera generalizada, uno de los compuestos más utilizados para la formación de 
fases líquidas cristalinas ha sido la MO. Como muestra la Figura 18, en exceso de agua, siendo 
éste el caso del tracto gastrointestinal, y a temperatura corporal, la MO será capaz de generar 
fases cúbicas bicontínuas (Ia3d), mientras que la adición de aceites u otros compuesto lipófilos 
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formación de estructuras hexagonales en medios acuosos a temperatura corporal, se puede 
hacer uso de los análogos éter, como 1-gliceril monooleil éter, o selachil alcohol, que da lugar 
a una fase hexagonal inversa [193]. 
Las diferencias estructurales entre estas mesofases van a estar directamente 
relacionadas con sus coeficientes de difusión, principalmente de los compuestos bioactivos 
albergados en las fracciones acuosas. En el caso de las mesofases cúbicas micelares, el 
compuesto bioactivo tiene que atravesar continuamente las regiones hidrófobas, mientras que 
esto no es necesario en las fases cúbicas continuas, con lo que la tasa de difusión es más rápida. 
La topología dimensional también va a influir en estos coeficientes. Por ejemplo, las fases 
hexagonales inversas solo existen en una dirección, lo que ralentiza el movimiento de los 
compuestos bioactivos. Aunque la comparación directa de las tasas de difusión entre las 
distintas mesofases se debe hacer teniendo en cuenta la fracción de agua de cada una, existe 
una tendencia generalizada a ordenar los coeficientes de difusión de la siguiente manera: cúbica 
bicontinua ≥ hexagonal inversa ≥ cúbica micelar [167]. 
1.4.3. Técnicas de caracterización física. 
En el estudio de sistemas lipídicos y su comportamiento cristalino y polimórfico, se 
hace uso de distintas técnicas de caracterización física. En el siguiente apartado se describen 
brevemente algunas de ellas, especialmente las que están más relacionadas con el desarrollo de 
la presente Tesis Doctoral. 
1.4.3.1. Calorimetría diferencial de barrido (DSC) 
Mediante un incremento o descenso controlado de la temperatura aplicada a la muestra 
estudiada, se pueden obtener distintos termogramas, que indican el calor absorbido o 
desprendido en comparación con una muestra control, mediante un cambio en la señal. Los 
parámetros habitualmente analizados son las temperaturas a las cuales se producen estos 
cambios, que son las temperaturas de cristalización (Tc), de fusión (Tf), con sus 
correspondientes temperaturas de inicio (Toc y Tof) y las entalpías (∆H), definidas por el área 
de la curva descrita (Figura 20). Las Tc y Tf varían en función de la rampa de temperatura 
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Figura 20. Diagrama esquemático de un termograma, en el que se representa el 
calor en función de la temperatura. Se muestran los parámetros habitualmente medidos en el 
estudio de sistemas lipídicos [194]. 
Esta técnica también permite elucidar el comportamiento polimórfico de los sistemas 
lipídicos. En la Figura 21, correspondiente a la curva de fusión distintos MAGs y su mezcla 
50:50, se pueden observar distintos picos de absorción y de emisión de calor. Este hecho 
correspondería a las transformaciones polimórficas, ya que el reordenamiento molecular puede 
conllevar una emisión de calor [178].  
 
Figura 21. Ejemplo de la identificación de las transformaciones polimórficas en la 
curva de fusión correspondiente a un análisis de calorimetría diferencial de barrido de 2 
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1.4.3.2. Difracción de Rayos X (XRD) 
Entre las distintas interacciones entre un haz de Rx y la materia, la difracción producida 
por un objeto cristalino permite dar información sobre las dimensiones de la celda unitaria, esto 
es, su polimorfismo, y los espacios lamelares entre los distintos planos [194].  
En la Figura 22 se muestra esquemáticamente el funcionamiento de la técnica de XRD. 
Sobre la muestra incide un haz de Rx con un ángulo determinado (θ), que es difractado hacia 
el detector. La detección de este haz difractado será función de la materia cristalina que se 
encuentre, y dará lugar a una intensidad determinada. Así, se obtiene una gráfica de intensidad 
en función del 2θ o histograma. 
 
Figura 22. Representación esquemática del funcionamiento de un análisis de 
difracción de Rx [194]. 
En el histograma se deben diferenciar dos regiones, las de ángulos pequeños o SAXS 
(1° < 2θ < 12°) y las de ángulos grandes o WAXS (12° < 2θ < 35°). La posición, intensidad y 
forma de los picos obtenidos provee información sobre la estructura cristalina de la muestra 
analizada. La posición de cada pico dentro de la región SAXS puede dilucidar cuál es la 
distancia lamelar de la muestra, mientras que en la región WAXS se obtiene información sobre 
la celda unitaria. La intensidad de los picos, utilizada como intensidad relativa, permite saber 
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Figura 23. Diagrama esquemático de un análisis de XRD en el que se identifican los 
distintos polimorfismos de una grasa en función de los ángulos de difracción obtenidos. u.a: 
unidades aleatorias [194]. 
1.4.3.3. Técnicas de imagen microscópica 
La caracterización microscópica de sistemas lipídicos se puede realizar a través de 
diversas técnicas de imagen microscópica. Una de las más estudiadas es la microscopía de luz 
polarizada (PLM), que proporciona información de manera cualitativa y cuantitativa. El uso de 
PLM permite distinguir entre las fases sólidas y líquidas de la muestra, ya que los cristales al 
reflejar la luz, aparecen como áreas de color más claro, mientras que la fase líquida permanece 
oscura. Esta tecnología tiene un límite de resolución de aproximadamente 1-2 µm [169].  
Alternativamente, la microscopía criogénica electrónica de barrido permite el estudio 
de la superficie. Sin embargo, su resolución es relativamente más baja (∼5 μm), ya que el 
contraste entre los cristales y el aceite congelado es pobre. Para el estudio de muestras más 
gruesas, de manera complementaria se puede hacer uso de microscopía de barrido confocal y 
de microscopía de fotón múltiple, aunque su resolución también es menor y requiere la 
incorporación de un tinte fluorescente en la muestra. Por último, la microscopía de transmisión 
electrónica permite una resolución mucho más alta en el estudio de cristales obtenidos a través 
de cristalización de grasas en emulsiones o en disolventes orgánicos [169]. 
 





















CAPÍTULO II    
 


























Capítulo 2. OBJETIVOS 
La presente Tesis Doctoral se centró en el uso de alquilgliceroles para el desarrollo de 
vehículos lipídicos con potencial bioactividad. No obstante, estos compuestos presentan como 
principal desventaja su baja bioaccesibilidad y biodisponibilidad cuando se administran de 
manera aislada. Así pues, se plantearon dos estrategias que permitieran avanzar ante esta 
problemática: 
(i) La administración de estos compuestos en una matriz oleosa con alto grado de 
digestibilidad, que permita mejorar la dispersión y posterior biodisponibilidad de los 
AKGs. 
 
(ii) La unión de AKGs a moléculas con un alto grado de bioaccesibilidad, de modo que se 
favorezca el reconocimiento de los AKGs en el tracto gastrointestinal. 
2.1 Objetivo general 
El objetivo de la presente Tesis Doctoral ha sido el desarrollo y optimización del 
proceso de obtención de sistemas lipídicos basados en alquilgliceroles, capaces de funcionar 
como vehículos de compuestos bioactivos con baja solubilidad intestinal para potenciar su 
bioaccesibilidad, biodisponibilidad y actividad biológica. 
2.1.1 Objetivos específicos 
(i) Optimización de la reacción de glicerolisis enzimática de aceite de hígado de tiburón 
quimera para la obtención de una mezcla de glicéridos con capacidad 
autoemulsionable, empleando estrategias englobadas dentro de los parámetros 
definidos por la Química Verde. 
 
(ii) Desarrollo de un modelo cinético de la reacción de glicerolisis de aceite de hígado de 
tiburón quimera catalizada por la lipasa de Candida antarctica, comparando la 
actividad específica hacia las distintas especies de la reacción y estimando el tiempo de 
inactivación enzimática. 
 
(iii) Caracterización física del sistema lipídico obtenido a partir de la reacción de glicerolisis 
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tratamiento térmico sobre el comportamiento polimórfico de los compuestos presentes 
en la mezcla. 
 
(iv) Optimización de la reacción de transfosfatidilación enzimática entre fosfatidilcolina y 
batil alcohol catalizada por la fosfolipasa D, para la obtención de un nuevo fosfolípido, 
el fosfatidilbatil alcohol, con potencial uso como lípido portador de compuestos 
bioactivos, mediante el empleo de un mecanismo de reacción basado en la eliminación 
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Capítulo 3. RESULTADOS 
3.1. Producción de un vehículo lipídico bioactivo a partir de la glicerolisis 
enzimática de aceite de hígado de tiburón quimera. 
Marta Corzo-Martínez, Luis Vázquez, Pablo Arranz-Martínez, Nuria Menéndez, 
Guillermo Reglero, Carlos F. Torres. Production of a bioactive lipid-based delivery system 
from ratfish liver oil by enzymatic glycerolysis. Food Bioprod. Process. 2016, 100, 311322. 
http://dx.doi.org/10.1016/j.fbp.2016.08.003  
RESUMEN 
El presente estudio muestra, por primera vez, la glicerolisis enzimática de aceite de 
hígado de tiburón quimera como método para la obtención de vehículos lipídicos bioactivos 
con potenciales propiedades auto-emulsionables. Las condiciones de reacción para la obtención 
de 34% (p/p) de monoglicérido, fueron el uso de 67% (p/p) de ciclopentanona como disolvente, 
40 °C y una relación molar aceite:glicerina 1:1, en presencia de Novozym 435. De este modo, 
el proceso de glicerolisis se escaló a planta piloto, con resultados similares a los obtenidos a 
nivel laboratorio. Por último, se evaluó la influencia de la reacción de glicerolisis enzimática 
sobre el estado oxidativo del aceite de hígado de tiburón quimera durante las distintas etapas 
del proceso, mediante el cálculo del valor TOTOX, obtenido a partir del índice de peróxidos y 
p-anisidina. Los resultados obtenidos mostraron que no se produjo deterioro oxidativo del 
aceite. Así pues, a raíz del presente trabajo, se ha desarrollado un proceso eficiente, 
económicamente viable, respetuoso con el medioambiente y fácilmente escalable para la 
obtención de un sistema bioactivo de vehiculización lipídica a partir de aceite de hígado de 
tiburón quimera, con una potencial utilidad en la formulación de suplementos nutricionales y 
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a b s t  r  a  c  t
This work shows, for the first time, the enzymatic glycerolysis of ratfish liver  oil  (RLO)  as  a
method to obtain bioactive lipid carriers with potential self-emulsifying properties. Reac-
tion conditions, leading to a  34% (w/w) of monoacylglycerol, were attained using 67% (w/w)
of cyclopentanone as solvent, 40 ◦C, a  molar ratio  RLO to glycerol of 1:1 in the presence
of Novozyme 435. Then, the glycerolysis process was scaled-up at pilot  plant, with similar
results to those obtained at laboratory scale. Finally, the effect of  the enzymatic glycerol-
ysis on the oxidative quality of  ratfish liver oil was also  evaluated determining peroxide,
p-anisidine and  TOTOX values along the different stages of the bioprocess. Results showed
no  deleterious effect  of  the glycerolysis process on the oil oxidative quality. Therefore, in the
present work, an efficient, cost-effective, environmental friendly and  easily scalable process
of enzymatic glycerolysis has been  developed to design a  bioactive lipid-based delivery sys-
tem from ratfish liver oil with potential application in the formulation of  highly bioavailable
and bioefficient nutritional supplements and  functional foods.
©  2016  Institution of Chemical Engineers. Published by Elsevier B.V. All rights reserved.
1. Introduction
Scientific knowledge about relevant aspects of nutrition inti-
mately involved in  the development and progression of several
diseases, as cardiovascular diseases, cancer, etc.,  progresses
rapidly. In this sense, a  number of bioactive ingredients
present in food products and other natural sources have
shown promising effects as potential therapeutic/preventive
agents in several  in  vitro assays. However, the clinical use
of most of them is limited, as  they  do not show the  same
efficiency in  vivo.  The  reason is their low  water solubility,
which leads to instability during gastric digestion, reduc-
ing the intestinal bioaccessibility and bioavailability (Sunil
∗ Corresponding author.  Fax: +34 910017905.
E-mail address: carlos.torres@uam.es (C.F. Torres).
et al., 2005; Pouton, 2006;  Chengaiah et al., 2011; Kalepu et al.,
2013; Aqil  et al., 2013).  This highlights the importance of
developing new  formulation  strategies leading to improve
these aspects. In the last decade, association to  lipids, usu-
ally referred as lipid-based delivery systems (LDS), has gained
much interest. Concretely, particular emphasis has been paid
on self-emulsifying delivery systems (SEDS) (Pouton, 2000,
2006; Porter and Charman, 2001; Jannin et al., 2008; Chengaiah
et al., 2011; Kalepu et al., 2013; Gupta et al., 2013).
SEDS are commonly manufactured using edible plant
oils, with high content in medium chain fatty acids, which
show  high oxidative stability and solvent capacity and  pro-
mote emulsification (Kalepu et al., 2013). Fish  oils, with high
http://dx.doi.org/10.1016/j.fbp.2016.08.003
0960-3085/© 2016 Institution of Chemical Engineers. Published by Elsevier B.V. All rights reserved.
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content in long chain fatty acids, are not usually used  due
to their lower  stability against oxidation and self-dispersion
capacity. However,  liver oil of  certain shark species (elasmo-
branch fishes), as ratfish liver oil (RLO) from Hydrolagus colliei, is
an interesting and poorly studied alternative to plant oils.  This
possesses lower  content in  long  chain fatty acids than other
fish oils and, hence, higher oxidation stability is expected. The
most important feature of this oil is, however, its exception-
ally high content in alkylglycerols (AKG), the ether analogs
of acylglycerols (Guney, 2002; Deniau et al., 2010). These have
been the subject of much  attention due to their  special health-
promoting effects in humans (Pugliese et  al., 1998; Iannitti and
Palmieri, 2010; Magnusson and Haraldsson, 2011), as anticar-
cinogenic and immunomodulatory among others (Andreesen,
1988; Palmblad et al., 1990; Berdel, 1991; Diomede et al., 1993;
Pédrono et  al.,  2004). Therefore, the use of RLO  to design
SEDS could have a  double advantage: (i) to increase the bioac-
cessibility and adsorption of poorly water soluble bioactive
compounds; and (ii) to provide additional beneficial effects
or even have a  synergistic effect with the loaded bioactive
compound, giving rise  to  highly bioefficient formulations. This
provides added-value to  RLO  that  makes its use interesting
despite to be less cost-efficient than  plant oils.  However,  it
has price comparable to  other fish oils, such as tuna (20 D /L).
Moreover, RLO is a  commercial oil so it is easily supplied and
its availability is  relatively high, as it is not typically eaten by
humans (the flesh is bland with an unpleasant aftertaste) and
is not commercially caught with  this purpose.
However, capacity of  RLO  to  act as efficient lipid  carrier
is limited due to its poor digestibility. AKG contain one O-
alkyl residue at sn-1 position of  the glycerol backbone. This
slight structural difference  respect to TAG  has  been shown
to affect significantly AKG bioaccessibility and, consequently,
their capacity to act as  lipid carriers (Martín et al., 2011).
According to several works, digestible lipids have shown to be
considerably more  efficient enhancers of poorly soluble drug
absorption, as  compared to  non-digestible lipids (Deckelbaum
et al., 1990; Hauss et al., 1998; Martín et al., 2011; Gupta et al.,
2013; Kalepu et al., 2013; Shrestha et al., 2014).  This highlights
the need of strategies that improves the digestibility, miscibil-
ity and solvent and emulsifying capacity of  these lipids.
In this respect, enzymatic glycerolysis is of great interest
for the production of  lipid carriers. It leads to  mixtures of
tri-, di- and mono-acylglycerols with better miscibility and
self-dispersion and emulsifying properties than  the original
oil. Likewise, glycerolysis products are similar to the natural
end products of  intestinal digestion and,  hence, more bio-
compatible. Moreover, this process is industrially scalable and
environmentally clean and uses  lipases with high specificity
and selectivity, leading to the production of pure,  high-quality
and biodegradable products with reduce formation of  by-
products and  wastes  (De Castro et al., 2004;  Correia et al.,
2011). Enzymatic glycerolysis has  been  extensively studied
(Rosu et al., 1998; Otero et al., 2001). Several studies have
reported MAG  and/or DAG  production by the  glycerolysis of
fish and vegetal oils catalyzed by  different lipases (Weber and
Mukherjee, 2004; Pawongrat et al., 2007;  Correia et  al., 2011;
Feltes et al., 2012; Remonatto et al., 2015).  However, to the best
of our knowledge, no studies have aimed to use the enzymatic
glycerolysis of ratfish liver oil (RLO) to obtain mixtures of acyl-
and alkyl-glycerides with potential as  bioactive and efficient
lipid carriers.
Therefore, the aim of the present work was the devel-
opment of an  enzymatic glycerolysis process from  RLO  that
enables to obtain efficient, bioactive and  bioaccessible emul-
sifying systems, which could be used in the formulation of
nutritional supplements and functional foods of  high  bioavail-
ability and bioefficacy. Moreover, scaled-up of the process at
pilot plant can be considered as  a  good indicator for the feasi-
bility of the process.
2. Materials  and  methods
2.1.  Chemical  and  reagents
Ratfish liver  oil (RLO) was  kindly provided by Rosita RatfishOil®
(Helgeland, Norway).
Food grade monoolein (99%) and solvents used  in  glyc-
erolysis processes, including cyclopentanone (CPN), hexanal
(HXL) and cyclopentyl-methyl-ether (CPME), were  food  grade
flavoring agents and were obtained from  Sigma–Aldrich (St.
Louis, MO, USA). Glycerol was obtained from ICN Biomedicals
(Aurora, OH). Biocatalysts as Novozym 435 (Nov435) (immobi-
lized on acrylic resin, ≥5000 U/g according to manufacturer)
(Candida antarctica)  was kindly supplied by Novozymes A/S
(Bagsvaerd, Denmark). Lipases PLG (Alcaligenes sp.) (immobi-
lized on granulated diatomaceous earth, 100,000  U/g  according
to manufacturer), SL (Burkholderia cepacia)  (non-immobilized,
700 U/g according to manufacturer) and TL (Pseudomonas
stutzeri) (non-immobilized, 650 U/g  according to manufac-
turer) were acquired from Meito Sangyo Co. Ltd.  (Tokyo, Japan),
and lipase DF 15 (Rizhopus oryzae)  (immobilized on immobead
150,  ≥300 U/g according to  manufacturer) was purchased from
Amano Enzyme Inc.  (Nagoya, Japan).
Regarding reagents used for chromatographic analysis,
pure standards of oleic acid (99% purity), monoolein (99%
purity) and batyl  alcohol  (99% purity) were obtained from
Sigma–Aldrich (St.  Louis, MO,  USA), while pure standard of
ethyl oleate (98% purity) was purchased from Acros Organ-
ics (Geel, Belgium). Isooctane was obtained from  Carlo Erba
Reagents (Val de Reuil, France). Hexane, metyl-tertbutyl ether
(MTBE) and chloroform were obtained from Lab-Scan (Gliwice,
Poland) and formic acid (98%  purity) from Panreac (Barcelona,
Spain). All these solvents were of HPLC grade.
2.2.  Glycerolysis  reaction
Lipase-catalyzed glycerolysis was  carried out  according to the
method of Torres et al. (2002) with slight modifications. Briefly,
10 g  RLO were added to a 120 mL  flask  containing 1  g of glycerol
(RLO to glycerol molar ratio  of  1:1). A stoichiometry relation
of  RLO  and glycerol was  used to prevent the presence of
excess of  one reactant in  the product mixture. Mixture was
thermostated at 40 ◦C  with continuous agitation (200  rpm).
Reaction was started with the addition of  different commer-
cial lipases in an enzyme to RLO ratio of 1:10  (w/w). Then,
the flasks were  stoppered  and incubated in an orbital shaker
at 200 rpm (IKA  KS 4000 ic  Control, Staufen, Germany). Evolu-
tion  of glycerolysis reaction was  determined by taking aliquots
(50 mL)  from the  reaction mixture periodically. All trials were
allowed to proceed for 48 h and were  done in  duplicate.
2.3.  Improvement  of the  glycerolysis  process  efficiency
Further glycerolysis reactions under the same conditions
of agitation, temperature and time (continuous agitation at
200 rpm, 40 ◦C and for 48 h) were carried out  as follows:
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(i) By adding food  grade monoolein (MO) with GRAS (Gen-
erally Recognized As Safe) status to the initial reaction
mixture, in a  MO to RLO  molar ratio of 1:1. Reaction was
started with the addition of lipase and, in this case, based
on the additional amount of  MO  in the initial reaction
mixture, the enzymatic ratio (enzyme: RLO  =  1.5:10, w/w)
was higher as  compared to that used in previous reactions
without MO.
(ii) In  the presence  of GRAS solvents, including CPN, HXL
and CPME. To calculate the solvent volume needed, 1 mL-
aliquots of solvent were added successively until the
complete dissolution of the glycerol present in the initial
mixture reaction. Then, glycerol-solvent solutions were
mixed with RLO  in  250 mL  flasks at  the same molar ratio
as  solvent-free reactions (glycerol:RLO, 1:1).  After  mix-
ing with RLO, glycerol became partially insoluble again,
according to different authors (Damstrup et al., 2005,
2006, 2007), but system  homogeneity remained higher
than in  the  absence of solvent. Reaction was started with
the addition of lipase and, in this case, in an attempt
of counteracting the dilution effect of the solvent, the
enzymatic charge (enzyme:RLO ratio = 1.25:10, w/w) was
higher than that  used  in  solvent-free systems. After  reac-
tion, solvent was eliminated from  the reaction product
through evaporation at 50 ◦C  and under vacuum (∼1  mbar)
using a rotary evaporator RV 10 (IKA®-Werke GmbH &
Co. KG, Staufen, Germany) and an oil sealed rotary vac-
uum pump vacuum (Edwards, Spain distributor Iberica
Vacuum, Madrid, Spain).
(iii) With  a RLO to  glycerol molar ratio of 1:0.5 in the presence
of the same volume of solvent than that  used in  case  (ii)
and also  reducing the solvent to the half.  For these experi-
ments the enzymatic charge was  the same as used in case
(ii) (enzyme:RLO ratio  =  1.25:10, w/w).
2.4.  Analytical  methods
2.4.1.  Liquid  chromatography  with  evaporative  light
scattering  detection  (LC-ELSD)
Chromatographic separation and  quantitation of lipids
present in  the original sample of RLO and samples resulting
from glycerolysis process was carried out by  LC-ELSD. 50 mL-
aliquots withdrawn from the reaction mixture throughout the
glycerolysis process were dissolved in 2  mL of chloroform and
filtered (0.45 mm PVDF filters, Symta, Madrid, Spain). After-
wards, chloroform was  evaporated at 40 ◦C under a  nitrogen
stream by using a Stuart Block Heater  SBH200D/3 (Stafford-
shire, U.K.) until a  constant weight residue was obtained.
Finally, either sample of original RLO  or  samples resulting
from enzymatic glycerolysis were diluted with chloroform to a
final concentration of 20 mg/mL  before injection (1 mL, ∼20  mg
of total lipids) in the LC system.
In the presence of GRAS solvents, 200 mL-aliquots were
centrifuged at 10,000 rpm for 3  min  to eliminate possible
enzyme residues. Then, 50 mL of supernatant were weighted
and diluted 20-folds with  chloroform before injection (1  mL,
∼20 mg of  total lipids) in the LC system.
LC analyses were carried out using an Agilent Technologies
1200 Series HPLC system (Santa Clara, CA, USA) containing a
thermostated column compartment, a  quaternary pump, an
autosampler, a  vacuum degasser, and evaporative light  scat-
tering detector (ELSD) (Agilent 1260 Infinity). Conditions of the
ELSD were 2  ×  105 Pa,  50 ◦C, and gain 4, which was  adjusted
to accurately quantify minor compounds. Chromatographic
separations were carried out on an Agilent Poroshell column
(Sil 2.7 mm,  4.6 mm  × 100 mm) at 35 ◦C, a  flow rate  of  2 mL/min
and mixing eluents A  (100% isooctane), B (0.02% (v/v)  formic
acid in isooctane:MTBE (50:50, v/v)) and C (MTBE:propan-2-ol
(50:50, v/v)) to form a  ternary gradient system as previously
described by Torres et  al.  (2005).  This methodology allows the
simultaneous analysis up to 18 different neutral lipids classes,
particularly diacylglycerol ether (DAGE), triacylglycerol (TAG),
and their hydrolysis products (monoacylglycerol ether (MAGE),
non-esterified alkylglycerol (Guney, 2002),  monoacylglycerol
(MAG), and diacylglycerol (DAG)), including different regioiso-
mers, with  very  similar structure and  polarity. The  injection
volume was 1 mL  (∼20  mg of  total  lipids). Data acquisition and
processing were  performed using Agilent ChemStation soft-
ware (Agilent Technologies, Boeblingen, Germany).
Lipids in the reaction mixtures were identified by compar-
ing their  retention times (tR) with those of different standard
lipids. Commercial oleic  acid and batyl alcohol were used for
identification of  free fatty acid (FFA) and AKG, respectively.
DAGE and  TAG were identified by using commercial RLO  and
menhaden fish  oil (Mbanya et  al., 2003).  And finally, products
derived from glycerolysis of  menhaden fish  oil and purified by
semi-preparative HPLC were used for identification of  MAGE,
DAG and MAG. Quantitative analysis was  performed by  the
external standard method, using calibration curves of each
standard in the range 0.4–25  mg/mL. Relative standard devia-
tion (RSD) values were below 10% in all cases.
Quantitative data were expressed as  both, conversion of
DAGE and TAG during the glycerolysis process (1), and per-
centage of each compound of  the reaction mixture in  weight














where %final and %initial are,  respectively, the final and  ini-
tial percentages of  DAGE and TAG  in  the reaction mixtures,
and Wcomp and Wr.m are the weight  of  each compound of the
reaction mixture and  the total  weight  of the reaction mixture,
respectively.
Finally, the following defined parameters were used to
assess the glycerolysis efficiency in  terms of MAG production:
(i) Yield (g MAG/100 g RLO) represents the  mass of monoa-
cylglycerol obtained during glycerolysis per unit mass of
initial RLO.
(ii) Productivity (g/kg/h) represents the concentration of MAG
produced per unit of  reaction time.
These parameters were evaluated at the time  point when
the maximum MAG concentration was  achieved under the
different glycerolysis conditions assayed.
2.4.2.  Characterization  of  the starting  ratfish  liver oil  by
gas  chromatography
Fatty acid (FA) profile of RLO  was  determined by gas chro-
matography with flame-ionization detector (GC-FID) prior
methylation of the esterified fatty acid  residues present in
the sample. For this, 50 mg  of  RLO  were dissolved with 1 mL
of n-hexane (Lab-Scan, Gliwice, Poland). Then, 1 mL  of 0.5 N
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NaOH in methanol was  added for sample methanolysis, fol-
lowed by stirring for 1 min, heating at 100 ◦C for 5 min  and
further methylation by adding 1 mL  of 14% BF3 in  methanol
(Supelco, Pasadena, USA), stirring for 1  min and incuba-
tion at 100 ◦C  for 5 min.  The resulting mixture of fatty acid
methyl esters (FAMEs) was extracted with n-hexane (1 mL)
and a saturated solution of NaCl  (1  mL),  after stirring for
2 min  at room temperature. Decanted hexane phase was
then allowed to  stand for 2 h with anhydrous sodium sul-
fate (Panreac) for humidity elimination. Finally, hexane was
evaporated until dryness at 40 ◦C  under a nitrogen stream
by using a Stuart Block Heater SBH200D/3 (Staffordshire,
U.K.) to  obtain a residue of FAMEs which was  then redis-
solved in n-hexane at a final concentration of 15 mg/mL.
Chromatographic analysis of FAMEs was performed on  Agi-
lent Technologies gas chromatograph (6850 N Network GC
System) equipped with  a  flame ionization detector (FID).
1 mL of  sample was injected in the split/splitless mode (split
ratio 10:1) in a  capillary column HP-88 ((88%-cyanopropyl)
aryl-polysiloxane, 30 m × 0.25  mm  × 0.20 mm thickness; Agi-
lent Technologies Inc., Santa Clara, CA, USA). Helium was
used as carrier gas  at  a  flow rate of 0.9 mL/min. Injector and
detector temperatures were 220 and 250 ◦C, respectively. The
temperature program was as follows: starting at 50 ◦C and then
heating to 180 ◦C  at  20 ◦C/min; followed by heating from 180  to
220 ◦C at 15 ◦C/min. The  final temperature (220 ◦C)  was  held for
10 min. For quantification, a  calibration curve with ethyl oleate
was made. Data  acquisition and integration were done using
Agilent ChemStation Reb. 4B.03.01 software (Wilmington, DE,
USA). Analysis was carried out  in  duplicate and data were
expressed as mean ±  standard deviation (SD).
Molar mass of RLO  was determined assuming all  fatty  acid
are equally distributed among TAG and  DAGE and using results
from oil characterization by GC-FID and LC-ELSD. Firstly, FA
profile determined by GC-FID allowed  to calculate the  average
molecular weight of FA (AMWFA)  in RLO with following  Eq. (3):




where % is the relative abundance of each FA.
With AMWFA,  the MW  of  TAG and DAGE was  calculated with
Eqs. (4) and (5):
TAG MW  = (3 ×  AMWFA) +  92  −  (3 × 18) (4)
DAGE MW = (2 × AMWFA)  + 344.57  −  (2 × 18) (5)
where 92 is  MW of glycerol molecule, 18  is MW  of water
molecule and 344.57 is MW  of  free or non-esterified alkylglyc-
erol (AKG) molecule.
Finally, lipid profile determined by LC-ELSD allowed to
know the percentage of TAG and DAGE, 20% and 80%, respec-
tively. Thus, molar mass of  RLO  is:
(0.20 × TAG MW)  + (0.8  × DAGE MW)  (6)
2.5.  Scale-up  to  pilot  plant
Glycerolysis reaction under the most suitable conditions
determined at laboratory scale was  scaled-up to pilot plant in
a kiloclave reactor system (Buchi Glas Uster, Büchiglasuster,
Switzerland). This  was  equipped with a jacketed pressure
vessel of 1  L with a  sight glass that  allows the visual process
control  and  monitoring, thermostat for controlled heating,
and mechanical stirring to ensure efficient mixing of  reaction
mixture. Process was  carried out at atmospheric pressure,
continuous agitation (200 rpm), 40 ◦C and the composition
of the initial reaction mixture was adjusted to a final weight
of ca. 500  g, consisting of  128  g  RLO, 12.8  g glycerol and 304  g
CPN. During reaction, lipase (12 g)  was  set in  a  basket, which
is coupled to the agitation axis of the reactor and through
which the reaction mixture circulates. The amount of lipase
used as biocatalyst was  limited by the  basket capacity; so
that  the enzymatic charge (enzyme:RLO ratio = 0.94:10,  w/w)
was  lower  than at lab scale. Similarly to  lab scale, aliquots
were withdrawn periodically from the reaction mixture in
order to study the reaction kinetics. They were  analyzed by
LC-ELSD, as explained in Section 2.4.1. After 48  h  of reaction,
the reaction medium was  emptied through the discharge
valve of the reactor.
2.6.  Determination  of the oxidation  status
To monitor the effect of  glycerolysis process on oxidation
degree of  RLO, the  peroxide value (PV) and the p-anisidine
value (AnV) were  determined as indicators of  primary and
secondary oxidation, respectively. The  determination of both
indicators, based on colorimetric reactions, was  done  through
the measurement of the absorbance at 505 nm (PV) and 366 nm
(AnV) using an Oxitester (CDR FoodLabFat, Florence, Italy) and
following the manufacturer’s instructions, which compliant to
AOCS Official Methods Cd 8-53  (PV) and Cd 18-90 (AnV).
Moreover, the  total oxidative deterioration was evaluated
through the calculation of  the TOTOX value with the  following
Eq. (7):
TOTOX =  2 × PV + AnV  (7)
2.7.  Statistical  analysis
Statistical analysis was performed using SPSS for Windows
version 17.0. Univariate analysis of  variance (ANOVA) (sig-
nificant minimum difference, SMD, test)  was  used for the
statistical evaluation of TAG and  DAGE conversion and DAG,
MAGE and MAG formation under the different glycerolysis
conditions assayed. Differences were considered significant
when P <  0.05.
3. Results  and discussion
3.1.  Ratfish  liver  oil  characterization
Table 1 shows the fatty acid (FA) profile  of ratfish liver  oil
(RLO) determined by GC-FID. This was compared with FA pro-
file of other fish  (sardine, SO, and dogfish, DO,  oils) (Klenk
and Eberhagen, 1962; Olley  and Duncan, 1965; Gruger et  al.,
1964) and vegetable oils  (soybean, SbO, and olive oils, OO)
(Gunstone, 1996),  which are also used in glycerolysis. In gen-
eral,  content in  saturated  FA in  RLO  was similar to that  of  SO
and DO and  higher with respect  to  SbO  and OO. The most
remarkable differences were observed in monounsaturated
and polyunsaturated FA contents. RLO showed 61.1% (w/w)
of monounsaturated FA, which is substantially higher than
that  of  SO (29.9%, w/w)  and DO (34.9%, w/w). Similarly to OO,
the major FA was  oleic acid (43.3%, w/w). DO and SO, however,
showed higher content in polyunsaturated FAs; 39.0% (DO) and
30.1% (SO) vs.  19.7% of RLO,  so that higher oxidative oxidation
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Table 1 –  Fatty acid  composition of  ratfish  liver oil (RLO), dogfish (DO), sardine oil (SO), olive oil (OO) and soybean oil (SbO).
Fatty acid methyl esters Concentration (%, w/w)
RLO  DOa SOb OOc SbOd
Myristic acid  (C14:0) 1.0  1.8 6.6 —  0.1
Palmitic acid  (C16:0) 12.8  17.0 15.5 10.0 10.0
Palmitoleic acid  (C16:1) 6.0  4.6 9.5 —  —
Hexadecadienoic acid (C16:2) 1.5  — — —  —
Hexadecatrienoic acid (C16:3) 1.9  — — —  —
Stearic acid (C18:0)  5.5  2.9 3.7 3.0 5.0
Oleic acid (C18:1) 43.3  16.1 17.3 78.0 43.0
Linoleic acid  (C18:2) — 2.2 2.5 7.0 51.0
Linolenic acid (C18:3) 4.0  — 1.3 1.0 7.0
Stearidonic acid (C18:4) 0.5  1.3 2.9 —  —
Eicosenoic acid (C20:1) 7.0  5.2 8.1 —  —
Arachidonic acid (C20:4) 1.2  2.7 2.5 —  —
Eicosapentaenoic acid (C20:5) 5.4  8.3 9.6 —  —
Erucic acid (22:1) 3.7  4.0 7.8
Docosapentaenoic acid (C22:5) 1.7  2.7 2.8 —  —
Docosahexaenoic acid (C22:6) 3.5  21.8 8.5 —  —
Nervonic acid (C24:1) 1.1  — — —  —
Total saturated FA 19.3  21.7 25.8 13.0 15.1
Total monounsaturated FA 61.1  29.9 34.9 78.0 43.0
Total polyunsaturated FA  19.7  39.0 30.1 8.0 58.0
a Olley (1965); b Klenk (1962); c,d Gunstone (1996).
Fig. 1 – Chromatographic profile of lipids present in  ratfish
liver oil obtained by LC-ELSD. 1 =  diacylglycerol ether
(DAGE); 2 = triacylglycerol (TAG).
is  expected. The most different FA profile  was shown by SbO,
with great content in linoleic acid (51%, w/w) and oleic acid
(43%, w/w).
Likewise, according to  LC-ELSD analysis (Fig.  1),  original
RLO was  mainly comprised of two  compounds, diacylglycerol
ether (DAGE, peak 1, tR =  6.7 min) and triacylglycerol (TAG, peak
2, tR = 7.7 min).  DAGE content of RLO (80%, w/w) was  much
higher than TAG  content (20%,  w/w). As commented above,
this makes interesting the  use of this oil as starting material in
glycerolysis processes for the design  of bioactive lipid delivery
systems and  distinguishes such processes from  those carried
out previously from vegetable oils or even from shark liver  oil,
with only 20% (w/w)  of AKG.
3.2.  Study of the  catalytic  activity  of different
commercial  lipases  during  glycerolysis  reactions  in
solvent-free  systems
The aim of the  glycerolysis process was  to obtain mixtures
of different proportions of  minor glycerides and alkylglycerols
with higher polarity than starting DAGE and TAG and, hence,
with higher emulsifying capacity. Several lipases have shown
to be able to discriminate against DAGE (Fernández et al., 2013),
affecting the reaction kinetics and, hence, the composition of
the final product. Therefore, a  previous study of the catalytic
activity of different commercial lipases is needed to  select
biocatalyst with suitable activity and  selectivity.
In the present work, up to five  commercial lipases from
different sources were assayed. To evaluate their catalytic
activity, the parameter calculated was  the reaction conversion.
This variable was determined by the percentage of disappear-
ance of the  reactants, namely DAGE and  TAG.
Table 2 shows the  percentage of disappearance of  DAGE and
TAG after 48 h of reaction in the presence of the five lipases
under study. All of  them showed a similar activity against
TAG and a  conversion about 60% (w/w), respect to the ini-
tial TAG  concentration, was observed  after 48 h of  reaction.
However, two  groups  were clearly differentiated considering
the rate of  glycerolysis toward  DAGE: group I (GI lipases),
formed by Nov435, PLG  and DF 15, which produced a DAGE
conversion of  32–40%  (w/w) after 48 h  of  reaction; and group
II (GII lipases)  consisting of lipases TL and SL, which led to
a higher DAGE disappearance (∼75%, w/w). These results sug-
gest a  lower discrimination against DAGE of lipases from group
II. Initial rate of  enzymatic reactions (after 4 h  of  reaction)
was also determined and results (Table 2)  support discrim-
ination between different enzymes observed after 48 h of
reaction.
Fig. 2 shows the  chromatogram derived from  LC-ELSD
analysis of  the  final reaction mixture obtained after 48  h
of glycerolysis in the presence of  lipase TL as  biocatalyst.
This chromatogram includes, besides the reactants, DAGE
(peak 1,  tR = 6.7 min) and TAG (peak 2, tR = 7.7 min), the  dif-
ferent products found in glycerolysis reactions, namely FFA
(peak 3,  tR = 8.5 min), 1-MAGE (peak 4, tR =  11.2 min), 1,2-DAG
(peak 6,  tR = 14.2 min), AKG (peak 7, tR = 17.2  min) and MAG
(peak 8,  tR = 18.2  min). It  should be pointed out  that 2-MAGE











































Table  2  – Evolution of  the lipid profile during the glycerolysis process at 40 ◦C  in solvent-free systems (with and without MO)  or  in  the  presence of  CPN (at laboratory and pilot plant
scale). Data include the  conversion of TAG and DAGE (%, in  weight  respect to their initial content) after  4 and 48  h of reaction; the  formation of reaction products (%,  in weight
respect to the  total weight of the  reaction mixture); and the amount of  unreacted glycerol at the end  of  the reaction (%,  in weight respect to its initial content). Values shown as
mean ±  SD (n  = 2).
Scale  Lipase  Conversion (%, w/w) Formation (%, w/w) Unreacted
glycerol (%,
w/w)4  h 48 h 48  h
TAG DAGE TAG DAGE MAGE +  DAG MAG AKG
Solvent-free systems
Laboratory
Nov435 34.45 ±  3.80a 14.16 ±  1.70a 67.11 ± 1.45a 39.36  ±  2.47a 40.13  ±  1.19a 6.36 ± 0.14a 0.34 ± 0.08a 40.85  ±  0.56a
PLG 43.36  ±  2.10b 18.09 ±  2.02a 59.94 ± 0.96b 32.23  ±  0.76b 36.40  ±  0.34b 2.60 ± 0.17b 0.10 ± 0.02b n.d*
DF  15 42.76 ±  1.95b 15.98 ±  1.43a 57.19 ± 1.23b 31.39  ±  0.85b 35.70  ±  0.34b 2.10 ± 0.01b 0.00 ± 0.00c n.d
TL 49.41  ±  0.02c 50.89 ±  2.21b 64.23 ± 0.65c 74.85  ±  0.33c 53.11  ±  0.28c 7.4 ±  0.33a 2.30 ± 0.12d 41.07  ±  0.71a
SL  56.62  ±  0.00d 39.58 ±  1.54c 62.87±  0.01c 73.51  ±  0.49c 54.71  ±  0.98c 9.0 ±  0.19c 1.80 ± 0.09e n.d
Solvent-free systems with  MO
Nov435 0.0  ± 0.00e 0.0 ±  0.00d 0.0 ±  0.00d 10.91  ±  0.67d 22.54  ±  0.55d 2.10 ± 0.01b 6.36 ± 0.14f 94.17  ±  5.09b
TL  11.04  ±  0.13f 51.66 ±  1.20b 24.77 ± 0.24e 76.68  ±  1.95c 52.41  ±  1.26c 7.35 ± 0.03a 2.60 ± 0.17d 60.60  ±  4.93c
Systems with CPN
Nov435 65.97 ±  1.81g 39.11 ±  1.35c 100.0 ± 0.00f 68.72  ±  0.82e 44.29  ±  1.22e 33.56  ±  2.06d 0.00 ± 0.00c 21.84  ±  1.92d
TL  2.34  ± 0.20h 1.07 ± 0.57f 76.31±  0.32g 33.60  ±  0.49b 31.96  ±  0.86f 17.72  ±  0.26e 0.44 ± 0.03a 70.02  ±  0.28e
P.P** Nov435 55.05  ±  0.94d 37.52 ±  1.07c 98.45 ± 0.35g 75.15± 0.15c 44.16  ±  0.34e 32.14  ±  0.55d 0.00 ± 0.00c 22.54  ±  3.11d
a–h Different case letters within a column indicate  statistically significant (P < 0.05) differences.
∗ n.d =  not determined.
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Fig. 4 – Secondary reactions that may occur along the bioprocess: interesterification reaction between a  molecule of TAG or
DAGE and one  of MAG (A); interesterification reaction between a  molecule of TAG or DAGE and one  of AKG (B); hydrolysis of
a molecule of TAG (C);  interesterification reaction between two  molecules of MO  (D).
course of  the production of MAGE, DAGE, DAG and  MAG in the
presence of  Nov435 (Fig. 3A) and lipase TL (Fig.  3B) as biocat-
alysts. Similar patterns were  observed for reactions catalyzed
by the  other lipases of  group I  (PLG  and lipase DF 15) and II
(lipase SL) (data not shown).
For reactions catalyzed by both GI and GII lipases, MAGE
and DAG were  the major glycerolysis products. However, dif-
ferent trends in  the formation of these products were observed
depending on the biocatalyst. Thus, the formation of MAGE,
DAG, MAG and AKG was significantly (P  <  0.05) faster with  GII
lipases than with GI lipases, reaching a  maximum after ca. 8 h
(Fig.  3B) and 24 h (Fig. 3A), respectively.
Under the experimental conditions assayed in the  present
work (RLO:glycerol molar ratio, 1:1), accumulation of MAG and
AKG in the reaction mixture should be observed. However,
for all the studied lipases,  DAG  and MAGE  contents remained
fairly constant (without significant (P  < 0.05) changes) until the
end of  the reaction once  the plateau was achieved (Fig. 3)
and, the content in MAG and AKG never exceeded 9% (w/w)
(Table 2). This result could indicate that, besides  glycerol, MAG
and AKG produced react with DAGE and TAG to  give DAG and
MAGE  (Fig. 4A and B),  which explains that the content in  these
species remains constant throughout the process. The higher
solubility of MAG  and  AKG as compared to  that  of  glycerol
could be an explanation of  their preferential use as acyl accep-
tors during the glycerolysis reaction.
Self-emulsification is generally obtained at surfactant
contents above 30% (w/w) (Chengaiah et  al., 2011). The
main glycerolysis product  usually acting as surfactant is the
monoacylglycerol (MAG)  portion. So the potential as  self-
emulsifying systems of the glycerolysis mixtures obtained
directly depends on its content. Under reaction conditions
studied so far,  the  maximum production yield (in weight
respect to the initial amount of  RLO) and productivity of MAG
were obtained with GII lipases (11.2%, w/w,  and 14 g/kg/h,
respectively). Under such conditions, a  final glycerolysis prod-
uct with  a  maximum MAG content of 9% (w/w)  was  obtained,
which is  not high enough for good emulsifying properties. For
this reason further increase  of  the glycerolysis rate is  required.
Selection of the most efficient biocatalyst plays an impor-
tant role  in  the  process improvement; however, experiments
developed so far with GI and GII lipases do not allow dis-
card any of  them, as both groups of enzymes show pros  and
cons. The lower conversion rate  observed in the presence of
GI lipases may be related to that these enzymes are  immo-
bilized onto a  solid support while GII lipases are  in soluble
form (powder). Several authors have observed that enzymatic
carrier may limit the diffusion of some substrates to  the
enzyme active site, leading to  a  lower biocatalytic activity as
observed for GI lipases. However, immobilized lipase enzymes
offer several benefits over enzymes in soluble  form, including
efficient recovery and separation of reaction product, higher
catalyst productivity for cost-efficiency, can be recycled for
cost savings, enhanced stability from  heat, organic solvents
or autolysis, and convenient and safer  handling. With GII
lipase (soluble), the interaction of  DAGE and TAG  with the
lipase active site  is  favored, which  explains their higher con-
version rate as compared to GI lipases. However, as  observed
in Fig. 3B, when soluble GII lipases were used as biocatalysts,
TAG hydrolysis (Fig.  4C) was  also promoted releasing up to  a 5%
(w/w) FFA (as a  consequence of undesirable hydrolysis reac-
tion). The presence of  FFA in the final reaction product makes
necessary a subsequent purification step for FFA removal that
could complicate the scale-up of  the glycerolysis process.
Therefore, with  the  purpose of determining the glycerol-
ysis conditions that lead to a  final product with  at  least  30%
(w/w) MAG  and do not promote the TAG hydrolysis, further
experiments were carried out with the two  lipases (one from
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Fig. 5  – Time course of DAGE, TAG, FFA,  MAGE,  DAG, AKG
and MAG concentration during glycerolysis at 40 ◦C for 48 h
catalyzed by Novozyme 435 (A) and lipase  TL  (B) in the
presence of monoolein as surfactant. Vertical bars
represent SD (n  = 2).
each group) that produced higher MAG percentages, namely
Nov435 (group I)  and  lipase TL (group II).
3.3.  Improvement  of  substrate  conversion  in
monoacylglycerol  during  glycerolysis
According to  Khor et  al.  (2010), the low miscibility between
the glycerol and the oil phase is the  highest  drawback in glyc-
erolysis reactions. In this sense, increasing glycerol miscibility
in the reaction mixture could improve the reaction system
homogeneity and, hence, the reaction conversion.
In the present work, two  different strategies were stud-
ied: (i) the addition of a  surfactant to  the initial reaction
mixture, concretely food grade monoolein (MO); and (ii) the
development of  the bioprocess in  the presence of organic
solvents generally used as food flavorings with GRAS status.
Finally, once an adequate glycerolysis reaction conversion was
reached, a second adjustment of  the glycerol content was  car-
ried out.
3.3.1.  Effect  of  the addition  of GRAS  monoolein
Fig. 5 shows the  time course of  the glycerolysis reaction, in
the presence of Nov435 (Fig. 5A) and lipase TL (Fig. 5B). Similar
to results obtained in the absence of  MO,  DAGE conversion
was  higher with lipase TL than in  the presence of Nov435 as
biocatalyst. However, notable differences were observed in the
behavior of TAG and DAGE in the presence of  MO.
The  initial content in MO  dropped sharply with Nov435 and
lipase TL, probably due  to  a  quick transesterification reaction
between highly soluble molecules of MO, leading to  the forma-
tion  of  1,3-DAG and glycerol (Fig. 4D). This explains the  fast
increase observed at short reaction times with both biocat-
alysts in the content of 1,3-DAG (starry symbols) (Fig.  5).  On
the contrary, no conversion of TAG throughout the glyceroly-
sis process catalyzed by  the  two  assayed lipases was observed,
suggesting that both  MO  and 1,3-DAG produced, could had an
inhibition effect of enzyme.
Because of the preferential reaction between MO molecules
and the inhibition of the biocatalytic activity, the addition
of MO  to  the initial reaction mixture did not increase effi-
ciently the MAG yield (in weight respect to the  initial amount
of RLO)  and  productivity, the following values being obtained:
8.1%  (w/w) and 10.1  g/kg/h with Nov435 and 17.7% (w/w) and
22.2 g/kg/h with lipase TL. Consequently, MAG concentration
in the final reaction mixture (7.5% (w/w) with Nov435 and
16% (w/w) with lipase TL) was still  too low  for good  emulsi-
fying properties of the product mixture. Similarly, Vázquez
et al. (2016) did not find any improvement in the efficiency
of echium oil glycerolysis when they used  food  grade MO
as surfactant, followed by  a  homogenization process of mix-
ture oil +  MO. Glycerolysis with Nov435 lipase as biocatalyst
has been also developed in the presence of other food  grade
surfactants, such as sodium (bis-2-ethylhexyl) sulfosuccinate
and Tween 60, 80 or  85  (Fiametti et al., 2009a,b; Santos et  al.,
2013). However, conversion of TAG  in MAG was too high (>55%),
which can induce gastrointestinal irritation (Chengaiah et  al.,
2011).
3.3.2.  Effect  of  the  use of  GRAS  solvents
In a  second attempt to improve the glycerol dispersion in
the reaction mixture, glycerolysis was  developed in the pres-
ence of organic  solvents. Suitable solvents for this work were
chosen based on Henderson’s work (Henderson et al., 2011),
searching for solvents with high melting and boiling points,
and low toxicity, environmental impact and production of
volatile organic compounds (VOCs). Thus, cyclopentanone
(CPN) and hexanal (HXL), which are organic solvents usually
used as flavoring additives with  GRAS status, and cyclopentyl-
methyl ether (CPME), which is considered safer and less
harmful to the  environment than other commonly utilized
organic solvents, were selected.
The use of this kind of  solvents has  undergone an impor-
tant  increase in recent years with  the aim of developing
efficient and respectful processes with the environment, also
called Green Chemistry processes.
The  three solvents under study were selected due to their
different polarity or  Log P and, hence, different capacity of
dissolving glycerol. In  this respect,  HXL, with the highest
hydrophobic character (2.37 Log P) of  the three solvents under
study, showed  a  very  low capacity of glycerol dispersion,
as a  very  high  volume of HXN (>90% in weight respect to
the total weight of  the mixture) was  required to dissolve
the glycerol present in the initial reaction mixture (0.8 g).
Similarly, despite its higher polarity  (1.59 Log P), the volume
of CPME needed to dissolve glycerol of the initial reaction
mixture was also too high, this representing 83%  (w/w)
of the total  weight  of the mixture. The high volume of
CPME used to dissolve glycerol resulted in lower  volumetric
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Fig. 6 – Time course of  DAGE,  TAG, MAGE, DAG, AKG and
MAG concentration during glycerolysis at  40 ◦C for 48 h
catalyzed by  Novozyme 435 in  the presence of
cyclopentanone (CPN). Vertical bars  represent SD (n  = 2).
productivity of  the  reaction mixture, lower conversion of
DAGE (3.66 ± 0.44%, w/w) and TAG (10.44 ± 1.05%,  w/w), and
scarce formation of MAG  (3.37 ±  0.28%, w/w). This could be
attributed to  the dilution of the  substrates and the biocatalyst
in the reaction mixture. Moreover, the use of high amounts
of solvent makes more  laborious the solvent removal from
the final product. Therefore, the use of HXL and CPME was
discarded.
Cyclopentanone, with 0.45 Log P,  was the solvent with the
highest polarity of the three solvents under study and, there-
fore, it should disperse the glycerol more  easily than HXN and
CPME. Effectively, the  use of  CPN  to improve the glycerolysis
efficiency resulted to be a  viable strategy, as  only  67% of the
total weight of  the mixture was necessary to dissolve com-
pletely the glycerol of the  initial reaction mixture.
Fig. 6 depicts the time course of  the disappearance of  DAGE
and TAG and the production of MAGE, DAG  and MAG in the
presence of  Nov435 as biocatalyst and CPN. As observed, total
conversion of TAG and a  loss  of  65%  of  initial DAGE were
observed after 8 h of reaction, which are  conversion values
significantly (P < 0.05) better than those obtained with Nov435
in the absence of CPN (Table 2). Moreover, in  the presence of
CPN, the rate  of  MAGE, DAG and MAG formation was increased.
As observed, a  plateau was  achieved after ca. 8 h,  no signifi-
cant (P  < 0.05) differences between values obtained after 8,  24
and 48  h being observed. However, as indicated above, in the
absence of solvent (Fig.  3A), the  maximum formation of glyc-
erolysis products occurred at  ca. 24  h.  In general, the content of
glycerolysis products in the final product was also increased,
according to the higher conversion of  DAGE and  TAG; however,
the most interesting result was  the great increase observed in
the production yield  of  MAG (29.7% in weight respect to the
initial amount of RLO), productivity (37.2 g/kg/h), and concen-
tration in  the final reaction mixture (34% in weight respect to
the total weight of the reaction mixture).
In reaction catalyzed by lipase TL, however, TAG  had  not
completely disappeared and just the 33.6% (w/w) of the initial
DAGE was  converted to minor glycerides and alkylglycerols
after 8  h of reaction. Likewise, the MAG content in the final
glycerolysis mixture was only 17% (w/w) (Table 2).  This could
be attributed to the apparition of visible lipase  aggregates in
the presence of  CPN, which hindered the  access of DAGE and
TAG to the enzyme active site, reducing their conversion rate
(data not shown). In addition, up to 4% (w/w)  of  FFA,  result-
ing from TAG hydrolysis was  detected in the final product.
The formation of such aggregates might be also favored by
the higher enzymatic amount utilized in systems with CPN  as
compared to solvent-free systems. Because all of this, lipase
TL was discarded as  suitable biocatalyst for glycerolysis of  RLO
and Nov435 was  selected as  the most appropriated enzyme to
achieve the objective of this work. In addition, the use of the
immobilized Nov435 instead of powder lipase TL provides fur-
ther advantages, as  it  may allow the application of continuous
and automated processes, an accurate control of  the reaction
extension, the easy separation of  product, the stabilization of
the enzymatic activity, as well  as  the easy recovery and reuti-
lization of the catalyst (Santos et al., 2013; Skoronski et al.,
2014).
3.3.3.  Study  of  the unreacted  glycerol  amount  at  the  final
glycerolysis  product
The conversion of glycerol under all the studied conditions
of glycerolysis was theoretically calculated based on reac-
tion stoichiometry. Table 2 shows the calculated percentage of
unreacted glycerol in the final  glycerolysis mixtures obtained
after 48 h of reaction with Nov435 and lipase TL as biocata-
lysts and in solvent-free systems, with and without MO,  or in
the presence of CPN. In solvent-free systems without MO, no
important differences were  observed between values of unre-
acted glycerol  after  reaction with Nov435 and lipase TL. The
addition of  MO  resulted in a notable reduction of  the  glycerol
conversion, particularly with Nov435, according to the low val-
ues of DAGE and TAG  conversion and MAGE,  DAG  and MAG
formation observed under these conditions (Fig. 5). For sys-
tems with CPN, a high percentage of unreacted glycerol with
lipase TL was  also determined, related to the enzymatic aggre-
gation in the presence of solvent and the subsequent loss  of
activity, as commented above. When Nov435 was  used  as  bio-
catalyst in the presence of CPN, a remarkable reduction of the
unreacted glycerol amount in the final glycerolysis product
was observed, in  agreement with the higher reaction efficiency
previously observed (Fig.  6)  in terms of conversion of  DAGE and
TAG in MAGE, DAG  and MAG.
Once found the glycerolysis conditions leading to  the high-
est formation of MAG and before the scaled-up of  the process,
the effect on reaction kinetics of  the  RLO:glycerol:CPN in the
initial reaction mixture was studied in an attempt to further
improve the reaction rate. For that, further reactions with  a
RLO to glycerol molar ratio of 1:0.5 in the presence of 67%
CPN (w/w) and the half of it (33.5%,  w/w) were developed. As
observed in Table 3, a  lower conversion of DAGE and TAG  and
formation of MAGE, DAG and MAG  was  observed when CPN
and, particularly, glycerol amount of the initial reaction mix-
ture was reduced as compared to data obtained with a  RLO
to glycerol molar ratio  of  1:1 and 67% CPN. These results high-
lighted especially the importance of  the glycerol content in the
initial reaction mixture,  as it determines the reaction kinetics
and, hence, the composition of the  final glycerolysis product.
For  these reasons it  was  not possible to reduce the amount of
glycerol and CPN used.
Based on all the results obtained at laboratory scale, the
best reaction conditions, leading to a  product mixture  with
more  than  30% (w/w) MAG and negligible amounts of FFA,
were: 40 ◦C, RLO  to glycerol molar ratio of 1:1, Nov435 as bio-
catalyst and 67%  (w/w) of CPN.
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Table 3 –  Percentages of disappearance of reactants and  appearance of reaction products as a  function of the  RLO/glycerol
molar ratio and CPN volume. Values shown as mean ± SD (n =  2).
RLO:glycerol  molar ratio/% CPN
1:0.5/67% 1:0.5/33.5%
Conversion (%, w/w)
DAGE 52.62  ±  0.34* 49.89 ±  026*
TAG  100.0  ±  0.00 100.0 ±  0.00
Formation (%,  w/w)
2-MAGE  +  1,3-DAG 45.76  ±  0.59 36.22 ±  0.23*
1,2-DAG 0.00 ± 0.00 9.57  ± 0.07*
MAG  16.64  ±  0.32* 16.42 ±  0.03*
∗ Significant (P <  0.05) differences with  respect results  obtained after 48 h of  reaction  with Nov435  as  biocatalyst, RLO to glycerol molar  ratio  of
1:1 and 67% (w/w) of CPN (Table 1).
3.4.  Evaluation  of  the  glycerolysis  process  feasibility  at
pilot plant  scale
Under the best reaction conditions determined at laboratory
scale, glycerolysis process was developed at pilot plant scale
with the purpose of studying the process feasibility as well
as the biocatalyst and CPN recovery from the final product
mixture by evaporation under vacuum.
A reaction mixture consisting of 128 g RLO, 12.8 g glycerol
and 304 g CPN was used in this trial. After the glycerolysis
reaction, 382.6 g  and 120.6 g of product (before and after  sol-
vent evaporation, respectively), were  recovered. This value
represents 92.4% in  weight respect to the  initial product. Like-
wise, after evaporation process, 255 g of CPN (93.9% in  weight
respect to the amount of solvent in the initial reaction mixture)
were recovered, which can be reused in  subsequent trials of
glycerolysis reaction.
Fig. 7,  slight differences on  reaction kinetics were also
observed between the reaction carried out at lab scale and
at pilot plant scale under the same conditions. Thus, whereas
at lab scale the maximum conversion of DAGE and TAG and
formation of  MAGE, DAG  and MAG reached a plateau after ca.
8 h of  reaction, remaining fairly constant until the end of the
reaction, at pilot plant scale, a  first stage of fast  disappearance
of DAGE and TAG and appearance of  MAGE, DAG  and  MAG
until ca. 8 h  was also  observed; however, a plateau was not
Fig. 7  – Time course of DAGE, TAG, MAGE,  DAG, AKG  and
MAG concentration at pilot  plant scale during glycerolysis
under conditions previously selected at  laboratory (40 ◦C,
48 h, RLO:glycerol molar ratio  =  1:1, Nov435 as biocatalyst,
and 67% CPN). Vertical bars represent SD (n =  2).
achieved, but  conversion of DAGE and TAG and formation of
MAG followed at a lower rate until the end of  the reaction. As
commented in Section 2.6, during glycerolysis process at pilot
plant scale in the  kiloclave, lipase was set in a basket, through
which the reaction mixture circulates. At lab scale, lipase was
in suspension in the reaction mixture and,  in  addition, the
enzyme to RLO  ratio  was  higher than at  pilot  plant  scale. This
could explain the slightly slower reaction rate observed when
reaction was carried  out at pilot plant scale.
Despite these differences in the  reaction kinetics, DAGE and
TAG conversion and  MAGE, DAG and  MAG  content of  the final
glycerolysis product obtained in the “kiloclave” reactor  were
very  similar to those obtained at the laboratory (Table 2).  More-
over, the  percentage of unreacted glycerol at the end  of the
bioprocess (22.54 ± 3.11) was  also  similar to that observed at
laboratory scale (21.84 ± 1.92).
Further reaction trials at  pilot  plant scale reutilizing the
same batch of enzyme and CPN are  needed to ensure the fea-
sibility of  the  process. However, findings derived from this
preliminary scale-up study suggested that the glycerolysis
process from RLO and  catalyzed by Nov435 in  the presence
of CPN  is  easily scalable to pilot plant, which may be indica-
tive of its industrial feasibility aimed to the design of bioactive
self-emulsifying systems.
3.5.  Evaluation  of the  effect of  the  glycerolysis  process
on RLO  oxidation  degree
Lipid oxidation leads to the development of unpleasant taste,
off-flavor and  undesirable changes in quality of the oil,
decreasing its nutritional value and stability during storage
and compromising its safety because of  the formation of toxic
compounds. Oxidative quality of oils is, therefore, a  determi-
nant factor of their shelf life and their final use,  so  that  its
determination is highly important.
Oxidative quality of  RLO  was  monitored during the glyc-
erolysis process by means of the measurement of values of
peroxide (PV), p-anisidine (AnV) and  TOTOX index (2PV  + AnV,
Eq. (3))  in the starting RLO and the glycerolysis products
obtained with Nov435 as biocatalyst in solvent-free systems
and in the presence of  CPN. According to  the Codex  Alimen-
tarius (CODEX STAN 19-1981), maximum PV, AnV and TOTOX
allowed for commercialization of edible fats  and  oils  are
10 mequiv. O2/kg, 20 AnV and 26 mequiv. O2/kg, respectively.
As observed in  Table 4, oxidation values of the starting RLO
were higher than the maximum allowed values, indicating
that  it  was  an unrefined crude oil. Regarding the  effect of
the glycerolysis process on its oxidative quality, it should
be noted that oxidation values decreased after glycerolysis,
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Table 4 –  Peroxide, p-anisidine and TOTOX values of starting ratfish  liver oil (RLO) and  once subjected to the  glycerolysis
reaction in solvent-free systems (with and without MO)  or  in  the  presence of CPN (at lab and pilot plant scale). Values
shown as mean ±  SD (n  = 2).
Peroxide (mEO/kg) p-Anisidine (AnV) TOTOX
Starting  material 16.59 ±  1.92a 4.53 ± 0.23a 40.3
Glycerolysis products
Laboratory  scale
Solvent-free  systems  9.00 ± 0.82b 7.20 ± 0.6b 25.2
System with CPN  13.95 ±  0.71c 2.60 ± 0.00c 30.5
Pilot plant  scale System with CPN  10.00 ±  0.18b 4.85 ± 0.35a 24.8
a–c Different case letters within a column indicate statistically significant (P  <  0.05) differences.
particularly after CPN  removal at pilot plant scale. Under
these conditions, a product with oxidation values lower than
the maximum allowed  was obtained.
These results suggested that glycerolysis conditions used
in the present work, especially in  the presence of CPN, pre-
serve and even improve these oxidation values of the final
product. A  refining stage of the starting RLO, however, should
be done to  further improve the oxidative quality of the product
and make it more  adequate for human consumption (Valério
et al., 2010).
4. Conclusions
This work describes for the  first time the development of  an
enzymatic glycerolysis process to be  used for the  efficient for-
mulation of  potential self-emulsifying systems from RLO, with
a high content in biologically active alkylglycerols.
Reaction conditions leading to a  system  with 34% (w/w)
of MAG and, hence, with potential emulsifying systems were
40 ◦C, RLO to glycerol molar ratio  of  1:1,  use of immobilized
commercial lipase Nov435 as biocatalyst and 67%  of  CPN.
Glycerolysis process under these conditions was  easily scaled-
up to  pilot plant, without  significant differences in reaction
kinetics compared to results obtained at  lab scale.  In addi-
tion, results from oxidation status indicated that glycerolysis
process does  not affect the oil oxidative quality.
Based on results of this work, it can be concluded that  the
developed process of enzymatic glycerolysis is an  efficient,
cost-effective, environmental friendly and easily scalable
method for the  design of  potential self-emulsifying systems
from ratfish liver oil, with a high  content of  bioactive alkylglyc-
erols, which can be used to formulate  nutritional supplements
and functional foods of  high  bioavailability and bioefficacy.
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Capítulo 3. RESULTADOS 
3.2. Glicerolisis enzimática de aceite de hígado de tiburón quimera en un 
reactor de tipo tanque agitado: una estimación cinética. 
Pablo Arranz-Martínez, Marta Corzo-Martínez, Luis Vázquez, Guillermo Reglero, 
Carlos F. Torres. Lipase catalyzed glycerolysis of ratfish liver oil at stirred tank basket reactor: 
A kinetic approach. Process Biochem., 2018, 64, 38-45. 
http://dx.doi.org/10.1016/j.procbio.2017.09.026.  
RESUMEN 
Se ha estudiado la cinética de la reacción de glicerolisis enzimática de aceite de hígado 
de tiburón quimera catalizada por la lipasa Novozym 435 a escala planta piloto. Se ha 
desarrollado un modelado derivado del mecanismo de Michaelis-Menten para describir la tasa 
de desaparición de triglicérido y de alquilglicerol diesterificado. Se observó una discriminación 
positiva de la lipasa inmovilizada frente a la conversión de alquilglicerol diesterificado en los 
distintos sets de experimentos realizados, determinando que la conversión de triglicéridos se 
realizaba 1.5 veces más rápida que la de alquilglicerol diesterificado. Se estudió la reutilización 
del biocatalizador en un reactor con agitación mediante celdilla, para la determinación de la 
inactivación enzimática. Se utilizó un modelo de primer orden para ajustar los datos 
experimentales, llevando a cabo tres sets distintos de glicerolisis enzimática. En todos los casos, 
se observó una rápida inactivación de la lipasa inmovilizada. La vida media de Novozym 435 
en las condiciones de reacción estudiadas fue aproximadamente 145 h, lo que es indicativo de 
un efecto de deterioro de dichas condiciones de reacción. Tras la reutilización de la lipasa 
durante 5 ciclos de 24 h de duración, el biocatalizador se lavó con una mezcla hexano/etanol 






Contents lists available at ScienceDirect
Process Biochemistry
journal homepage: www.elsevier.com/locate/procbio
Lipase catalyzed glycerolysis of ratﬁsh liver oil at stirred tank basket reactor:
A kinetic approach
Pablo Arranz-Martíneza, Marta Corzo-Martíneza, Luis Vázqueza, Guillermo Regleroa,b,
Carlos F. Torresa,
⁎
a Department of Production and Characterization of Novel Foods, Institute of Food Science Research (CIAL,CSIC-UAM), C/Nicolas Cabrera 9, 28049 Madrid, Spain
b Department of Production and Development of Foods for Health, IMDEA-Food Institute, CEI (UAM-CSIC), C/Faraday 7, 28049 Madrid, Spain








A B S T R A C T
The kinetics of the lipase (Novozym 435) catalyzed glycerolysis of ratﬁsh liver oil has been studied at pilot plant
scale. A model derived from a generalized Michaelis–Menten mechanism was developed to describe the rates of
disappearance of triacylglycerols and diacylglyceryl ethers. Positive discrimination of the immobilized lipase
against diacylglyceryl ether was accurately determined in the diﬀerent data sets studied. More than 1.5 times
faster glycerolysis of triacylglycerol compared to that of diacylglyceryl ethers was observed in each set of ex-
periments investigated. Reutilization of the same batch of the biocatalysts was carried out in a stirred tank basket
reactor to evaluate the enzyme inactivation. A ﬁrst-order model for deactivation of the lipase was ﬁt to the data
sets. Three diﬀerent sets of enzymatic glycerolysis were carried out. In all cases rapid inactivation of the im-
mobilized lipase was observed. The half life of Novozym 435 under the glycerolysis conditions studied was
approximately 145 h which indicates a deleterious eﬀect of the reaction conditions assayed on lipase activity.
After 5 lipase reutilizations of 24 h each, lipase was washed with hexane/ethanol 50/50 w/w but original lipase
activity could not be fully restored.
1. Introduction
Glycerol backbone is the basic chemical structure of glycerolipids
that contain alkyl chains linked by diﬀerent bond types. Hence, based
on the number of chains linked to the glycerol, glycerolipids can be
grouped into three categories: triradyl-, diradyl- and monoradyl-gly-
cerols. When this alkyl chain is bonded to the glycerol by an ether
linkage this type of glycerolipid is called alkylglycerol or glyceryl ether.
Diﬀerent alkylglycerols (AKG) namely, monoacylglycerol ethers
(MAGE), diacylglycerol ethers (DAGE), alkylglycerophospholipids and
their derivatives are commonly known also as ether lipids. These sub-
stances have attracted much attention because of their beneﬁcial bio-
logical activities in humans [1–3]. Antineoplastic [4], antimetastatic
activity and induction of diﬀerentiation and apoptosis in cancer cells
[5,6] have been attributed to alkylglycerols. Moreover, immune system
boost properties have also related to dietary ingestion of these sub-
stances [7]. It has been recently reported that these compounds could
also enhance bioaccessibility and bioavailability of other substances,
such as butyric or omega-3 fatty acids [8,9].
Concentration of AKG by a two-step methodology based on che-
mical ethanolysis of shark liver oil followed by SFE to purify the
product mixture has been reported [10]. In this chemical transforma-
tion, no discrimination between DAGE and triacylglycerols (TG) was
found. In order to modify mainly the TG, reducing the biotransforma-
tion of glyceryl ether present in shark liver oils, enzymatic technology
has showed very interesting capabilities [11]. Lipase discrimination
between very similar lipid structures have been broadly studied [12].
Most of these studies are based on the concentration of certain fatty
acids or groups of fatty acids utilizing hydrolysis, esteriﬁcation and
transesteriﬁcation reactions [13–15]. Besides, enzymatic glycerolysis,
that can be deﬁned as an alcoholysis utilizing glycerol as acyl-acceptor
in the presence of an adequate biocatalyst has been extensively studied
[16–18] for the production of MG and/or DG of both animal and ve-
getal oils catalyzed by diﬀerent lipases [17,19–22]. Recently, our re-
search group have studied the enzymatic glycerolysis of ratﬁsh liver oil
(RLO) to obtain mixtures of acyl- and alkyl-glycerides with potential as
bioactive and eﬃcient lipid carriers [23].
To the best of our knowledge, lipase discrimination between DAGE
and TG in glycerolysis reactions has not been accurately determined.
For this reason, this study pretends to develop a kinetics modelling for
lipase-catalyzed glycerolysis reactions, to establish numerically the
discrimination of Candida antarctica lipase between DAGE and TG.
http://dx.doi.org/10.1016/j.procbio.2017.09.026
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Moreover, kinetics data from scaled-up at pilot-plant of this bioprocess
reutilizing the same batch of immobilized lipase in three diﬀerent set of
trials have been utilized to validate the developed mathematical mod-
eling and to determine the rate of inactivation of the lipase at this
particular reaction conditions.
2. Materials and methods
2.1. Reagents
Ratﬁsh liver oil (RLO) was purchased to Phosphotech (Saint-
Herblain Cedex, France). The initial peroxide (mEq of O2/kg) and an-
isidine values of RLO were 16 and 4, respectively. Cyclopentanone
(CPN) categorized as food grade ﬂavoring agent, was obtained from
Sigma–Aldrich (St. Louis, MO, USA). Glycerol was purchased from ICN
Biomedicals (Aurora, OH). Novozym 435 (Nov435) (Lipase B from
Candida antarctica immobilized on acrylic resin contained 5000 Units/
gram according to manufacturer) was kindly supplied by Novozymes A/
S (Bagsvaerd, Denmark). Regarding reagents used for chromatographic
analysis, batyl alcohol (99% purity) was obtained from Sigma–Aldrich
(St. Louis, MO, USA). Isooctane was obtained from Carlo Erba Reagents
(Val de Reuil, France). Hexane, metyl-tertbutyl ether (MTBE) and
chloroform were obtained from Lab-Scan (Gliwice,Poland) and formic
acid (98% purity) from Panreac (Barcelona, Spain). All these solvents
were of HPLC grade.
2.2. Glycerolysis reaction
Glycerolysis reactions were carried out at 40 °C in a 1-L stainless
steel reactor coupled to a paddle stirrer at 200 rpm (Kiloclave, Buchi
Glass Uster, Switzerland), according to the methodology previously
described [23]. Brieﬂy, in the ﬁrst trial of each set of experiments, 12 g
of fresh immobilized Lipase B from Candida antarctica (Novozym 435)
were introduced into a basket with 100 μm mesh size and coupled to
the stirrer. Then, 128 g RLO, 12.8 g glycerol and 304 g CPN were added
to the reactor to begin the glycerolysis reaction. Similarly to our pre-
vious work [23], in order to improve reaction conversion and increase
system homogeneity, CPN categorized as food grade ﬂavoring agent,
was utilized as organic solvent in the reaction mixture. In these gly-
cerolysis reactions the process downstreaming is greatly simpliﬁed
because the basket retains the biocatalyst that is readily available for
the next trial, and the product mixture, free of enzyme, is released at the
end of each glycerolysis trial by the discharge valve. Two sets of ex-
periments were carried out to study the reaction kinetics and validate
the developed mathematical modeling; one of them consisted of 5
glycerolysis trials of 48 h each, and the other one was comprised of 10
trials of 24 h each. The same batch of lipase was reutilized for all trials
of each experimental set, accumulating a total working time of 240 h in
both of them.
An additional set of ten consecutive 24 h trials was attempted to
study the inﬂuence of the lipase washing on enzymatic inactivation. In
this set of glycerolysis reactions, after ﬁve consecutive trials of 24 h
reutilizing the same batch of lipase, the enzyme was removed from the
reactor basket, washed with a mixture of hexane and ethanol 50/50 w/
w, and dried under vacuum. Then the washed lipase was placed again
in the reactor basket and ﬁve consecutive 24 h-trials were eﬀected with
the washed lipase.
Kinetics of each glycerolysis trial was determined by taking aliquots
(200 μL) from the reaction mixture periodically (0, 1, 2, 4, 6, 8, 24 and
48 h). At least two samples for each reaction time were taken and
analyzed.
2.3. Analysis of glycerolysis products by liquid chromatography with
evaporative light scattering detection (LC-ELSD)
Chromatographic separation and quantiﬁcation of lipids present in
the original sample of RLO and samples resulting from glycerolysis
process was carried out by LC-ELSD. 50 μL aliquots from the reaction
mixtures were weighted and diluted 20-folds with chloroform before
injection (injection volume 1 μL, ≅20 μg of total lipids) in the
LC system. LC analyses were carried out using an Agilent
Technologies1200 Series HPLC system (Santa Clara, CA, USA) con-
taining a thermostated column compartment, quaternary pump, auto-
sampler, vacuum degasser, and evaporative light scattering detector
(ELSD) (Agilent 1260 Inﬁnity). Conditions of the ELSD were
3.5 × 105 Pa, 50 °C, and initial gain 4. The gain was also adjusted along
the analysis to accurately quantify minor compounds. Chromatographic
separations were carried out on an Agilent Poroshell column (Sil
2.7 μm, 4.6 mm× 100 mm) at 35 °C, a ﬂow rate of 2 mL/min and
mixing eluents A (100% isooctane), B (0.02% (v/v) formic acid in
isooctane:MTBE (50:50, v/v)) and C (MTBE:propan-2-ol(50:50, v/v)) to
form a ternary gradient system as previously described [24]. This
methodology allows the simultaneous analysis up to 18 diﬀerent neu-
tral lipids classes, particularly diacylglycerol ether (DAGE), triacylgly-
cerol (TG), and their hydrolysis products (monoacylglycerol ether
(MAGE), non-esteriﬁed alkylglycerol, monoacylglycerol (MG), and
diacylglycerol (DG)), including diﬀerent regioisomers, with very similar
structure and polarity. Data acquisition and processing were performed
using Agilent ChemStation software (Agilent Technologies, Boeblingen,
Germany). Lipids in the reaction mixtures were identiﬁed by comparing
their retention times (tR) with those of diﬀerent standard lipids. Com-
mercial oleic acid and batyl alcohol were used for identiﬁcation of free
fatty acid (FFA) and AKG, respectively. DAGE and TG were identiﬁed
by using commercial RLO and menhaden ﬁsh oil. And ﬁnally, products
derived from glycerolysis of menhaden ﬁsh oil and puriﬁed by semi-
preparative HPLC were used for identiﬁcation of MAGE, DG and MG.
Quantitative analysis was performed by the external standard method,
using calibration curves of each standard in the range 0.4–25 mg/mL.
Relative standard deviation (RSD) values were below 10% in all cases.
Quantitative data were expressed in mM concentration.
2.4. Rate of glycerolysis
Schematic representation of the glycerolysis reaction for TG and
DAGE from RLO is shown in Fig. 1.
The rate-limiting step is the incorporation of glycerol and formation
of the activated form of the enzyme and the MG. The rest of the steps
are considered in pseudo-steady state. This mechanism also assumes
that the glycerolysis reaction of DG, MAGE and MG are negligible. From
Fig. 1 it is possible to develop rate expressions similar to those proposed
by Malcata et al. [25] and by Lessard and Hill [26] for lipase catalyzed
hydrolysis reactions, and by Torres et al. [27] for lipase catalyzed
ethanolysis reactions.
The main diﬀerences with respect to the original model proposed by
Malcata et al. [25] are: 1) the rate expressions contain the concentra-
tion of glycerol rather than the concentration of water; 2) a term for the
Fig. 1. Schematic representation of the glycerolysis reaction. E = enzyme, TG
= reactant triacylglycerol, DAGE = reactant diacylglyceryl ether, G = glycerol,
MG =monoacylglycerol, DG = diacylglycerol, MAGE =monoacylglyceryl ether,
FG = complex between the enzyme and the triacylglycerol, FD = complex between the
enzyme and the diacylglyceryl ether, EQ = activated form of the enzyme and mono-
acylglycerol. k1, k2, k3, k-4, k5, k6, k7, k-8, k9, and k10 are rate constants.
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reverse of the glycerolysis reaction is incorporated in the rate expres-
sions.
The concentration of the diﬀerent enzyme intermediates formed is:
=FG E TG k
k
[ ] [ ][ ] 1
2 (1)
=EQ E MG k
k
[ ] [ ][ ] 5
6 (2)
=FD E DAGE k
k
[ ] [ ][ ] 7
8 (3)
Hence, total enzyme concentration can be expressed as:
= + + +E E FG EQ FD[ ] [ ] [ ] [ ] [ ]T (4)
Replacing Eqs. (1), (2), and (3) in Eq. (4) and re-grouping, an ex-
pression for [E] can be obtained:


































Where E = enzyme, FG = activated form of the enzyme and the native
ester bond, EQ = activated form of the enzyme and the mono-
acylglycerol, k1- k10 are rate constants.
[TG], [DG], [DAGE], [MAGE], and [MG] are the molar concentra-
tions of the triacylglycerol, diacylglycerol, diacylglyceryl ether, mono-
acylglyceryl ether, and monoacylglycerol, respectively. [G] denotes the
concentration of glycerol.
The rate of disappearance of TG is deﬁned by the following ex-
pression:
− = −r FG G k EQ DG k[ ][ ] [ ][ ]TG 3 4 (7)
By substitution of Eqs. (1) and (2) into Eq. (7):
− = −r E TG G k
k
k E MG DG
k
k








Introducing Eq. (6) into Eq. (8) yield:
− = −+ + +r
E TG G k MG DG k
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At this point, it should be mentioned that three diﬀerent models can
be used to ﬁt the experimental data sets. A ﬁrst model that includes
only parameters for the forward reaction, i.e. − =r E TG G k[ ][ ][ ]TG T kk 312
and it does not account for either inhibition eﬀects or the reversibility
of the reaction. A second model, containing additional parameters re-
lated to the reversibility of the reaction, but omitting inhibition eﬀects
i.e. − = −r E TG G k MG DG k[ ]([ ][ ] [ ][ ] )TG T kk kk3 412 56 ; and a third model
corresponding to Eq. (9) that incorporates the eﬀects of both inhibition
and the reversibility of the reaction.
In addition, with the purpose of reducing the number of dependent
variables involved, the following simpliﬁcations were carried out:
= −DG TG TG[ ] [ ] [ ]0 (10)
= −MAGE DAGE DAGE[ ] [ ] [ ]0 (11)
Incorporation of Eq. (10) into Eq. (9) yield:
− = − ++ + +r
E TG G k MG TG k MG TG k
TG MG DAGE
[ ]([ ][ ] [ ][ ] [ ][ ] )




























The rate expressions rTG of the model simpliﬁed by reparametriza-
tion following the approach of Malcata et al. [25] yield:
− = = + −+ + +r
dTG
dt
Θ TG G Θ TG MG Θ MG
Θ TG Θ MG Θ DAGE
[ ][ ] [ ][ ] [ ]
1 [ ] [ ] [ ]
TG
I II III
VII VIII IX (13)
The same approach was utilized for the rate expression
− = −r FD G k EQ MAGE k[ ][ ] [ ][ ]DAGE 9 10 (14)
− = −r E DAGE G k
k
k E MG MAGE
k
k
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− = = + −+ + +r
dDAGE
dt
Θ DAGE G Θ DAGE MG Θ MG
Θ TG Θ MG Θ DAGE
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Considering that it has been previously reported for similar kinetics
models, that the eﬀects of reversibility must be accounted for, but in-
hibition eﬀects can be neglected [27], and also to avoid over-
parameterization, the following rate expressions were utilized to ﬁt the
experimental data:
− = = + −r dTG
dt
Θ TG G Θ TG MG Θ MG[ ][ ] [ ][ ] [ ]TG I II III (19)
− = = + −r dDAGE
dt
Θ DAGE G Θ DAGE MG Θ MG[ ][ ] [ ][ ] [ ]DAGE IV V VI
(20)
The [MG], [DG] and [MAGE] were also estimated from the [TG]
and [DAGE] predicted by the proposed kinetics model, assuming that:
[MG]estimated = ([TG0]− [TG]predicted) + ([DAGE0]− [DAGE]predicted)
(21)
[DG]estimated = ([TG0]− [TG]predicted) (22)
[MAGE]estimated = ([DAGE0]− [DAGE]predicted) (23)
Being [TG0] and [DAGE0] the initial concentration of TG and DAGE.
Then, the estimated concentrations of [MG], [DG] and [MAGE]
were depicted with the experimental values of [MG], [DG] and
[MAGE]. Unfortunately experimental [MAGE] could not be satisfacto-
rily determined by HPLC because of the lack of an adequate analytical
standard for HPLC quantiﬁcation. Instead experimental [MAGE] was
determined according to the following equation:
[MAGE]experimental = ([DAGE0]− [DAGE]experimental) (24)
Parameter estimates were obtained by ﬁtting the kinetic data to Eqs.
(19) and (20) using MicroMath Scientist for Windows (version 3.01,
MicroMath Research, Salt Lake City, UT).
2.5. Loss of enzyme activity with time
Thermal deactivation is the loss of enzyme activity over time as a
consequence of thermal eﬀects. Knowledge of the rate law governing
the deactivation process is crucial in enzyme-catalyzed processes. For
the purpose of modeling, deactivation is usually assumed that occurs in
a single step. This implies that deactivation of the active enzyme (E) to
an inactive form (Ed) obeys ﬁrst-order kinetics:
→E Ek dd (25)
The mode in which the enzyme activity changes with time is then
given by:
= − −a t a k t t{ } exp[ ( )]d0 0 (26)
where t is time; t0 is the time at which the ﬁrst experiment with a
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particular batch of enzyme is started; a t{ } is the activity of the enzyme
at a particular time t; a0 is the activity of the enzyme at time t0; and kd is
the ﬁrst order deactivation rate constant. One of the problems that arise
when one tries to evaluate the loss of enzyme activity in stirred tank
reactors is the fact that the time of the reaction and the time at which
the set of experiments was started are equivalent. This fact does not
allow distinguish the rate of the reaction from the rate at which the
enzyme is losing activity. In order to overcome this problem, the data
sets were obtained using several trials of glycerolysis reaction with the
same batch of lipase in order to diﬀerentiate between the times char-
acteristic of the two types of reaction (glycerolysis and deactivation).
Each cycle involves the same elapsed time for the glycerolysis reaction
but by reutilizing the same batch of lipase, the elapsed time will diﬀer
from the time during which the lipase has been susceptible to deacti-
vation (t-t0). The mathematical model used in the analysis of the data
thus can account for the eﬀect of deactivation of the enzyme in the rate
expressions for the glycerolysis of TG and DAGE.
To characterize the loss of enzyme activity, the most relevant
variable is the elapsed time since the start of the experiments (t− t0).
The amounts of MG produced from the precursor triacylglycerol and
diacylglyceryl ether depend not only on the time these species are in
contact with the lipase, but also on the enzymatic activity proﬁle during
the time that batch is being processed. Graphical depictions of the re-
action rate in each trial can be used to determine the activity of the
lipase in each reutilization.
Assuming ﬁrst-order reaction rate, the disappearance of TG along





action time. The slope of this curve for each lipase reutilization can be
considered as the activity of the lipase at this particular trial.
The reaction rate constant calculated at each trial, a t{ } can be uti-
lized to characterize the loss of enzyme activity given by Eq. (26). The
results of ﬁtting Eq. (26) to the reaction rate (a t{ }) of the lipase at each
trial is utilized to determine kd.
Reaction rate constants a t{ } for each trial and kdwere determined by
Origin Pro SR1 (Northampton, MA).
In order to take into account the eﬀect of deactivation of the enzyme
in the rate expressions for the glycerolysis and depict the data in two
dimensions plots, it is useful to make use of the pseudo reaction time
concept Malcata et al. [25]. The pseudo reaction time represents a
mathematical combination of the time elapsed since the start of the
series of experiments and the real reaction time. The pseudo reaction

















where t* is the pseudo reaction time, tˆ is a dummy variable, t1 is the
time at which processing of the particular batch of interest was in-
itiated, and t is the elapsed time since a particular batch of interest was
initiated. Consequently, (t− t1) is the time during which a particular
batch of oil is in contact with the lipase (the actual reaction time). In
physical terms when the rate of deactivation of the enzyme is negli-
gible, the pseudo reaction time t* becomes equal to the actual reaction
time (t− t1). When the rate of deactivation is signiﬁcant, the diﬀerence
between the actual reaction time and the pseudo reaction time indicates
how much longer the reaction mixture must remain in the reactor to
achieve the conversion that would have been achieved if the enzyme
had not been partially deactivated. In terms of Eqs. (26) and (27)
= − − − − −t
k
k t t k t t*
1
{[exp{ ( )}] [exp{ ( )}]}
d
d d1 0 0
(28)
The pseudo reaction times were calculated according to Eq. (28) by
using the values of kd attained, the elapsed time since the start of the
experiments, and the actual reaction time.
3. Results and discussion
First, ﬁve trials of 48 h each, reutilizing the same batch of lipase
were considered. Eqs. (19) and (20) were utilized to ﬁt the experi-
mental data and Eq. (28) was used to determine the pseudo reaction
time.
Fig. 2 shows the diﬀerent reaction rates for the same batch of lipase
reutilized in 5 trials linearized in a semilogarithmic plot. Only the ﬁrst
8 h of each trial were utilized to avoid data near of the reaction equi-
librium that could interfere in an adequate linearization. The ﬁrst trial
was not depicted because this trial utilizes fresh biocatalyst that is ﬁrst
introduced into the biocatalyst basket and put into contact with the
reaction mixture. We believe that in this ﬁrst trial, the immobilized
enzyme has to be ﬁrst impregnated of the reaction mixture at the be-
ginning of the glycerolysis reaction, and the reaction rate of this ﬁrst
trial can be aﬀected by this impregnation time. For this reason we did
not use the ﬁrst trial for the lipase inactivation study.
The slope of each trial is shown in Table 1. The slope of each line
represents the reaction rate constant of the lipase at each trial a t{ } and
it can be utilized to characterize the loss of enzyme activity given by Eq.
(26). The results of ﬁtting Eq. (26) to the lipase reaction rate (a t{ }) at
each trial are shown in Fig. 3.
The value of a0 and kd obtained by ﬁtting the reaction rates (a t{ }) to
Eq. (26) are shown in Table 2.
Moreover, introducing the kdvalue attained into Eq. (26), it is pos-
sible to determine the half-life of the lipase (time necessary to reach
50% of the initial activity). If a0 is 100% of activity, the mentioned half-
life of the biocatalyst is approximately 145 h which means that, at these
reaction conditions, 50% of the original lipase activity is lost after six
reutilizations of 24 h each. This result indicates a deleterious eﬀect of
the glycerolysis reaction conditions on the biocatalyst activity. Un-
fortunately, it is not well understood the loss of catalyst activity fol-
lowing the reuse of enzymes in industrial operations. Enzyme activity
can be inﬂuenced by the intrinsic characteristics of the lipase, i.e.
thermostability and optimal water activity, and also by multiple ex-
ternal factors such as oil quality and process variables [28–30].
Fig. 2. Semilogarithmic plot of changes in TG concentration as a function of time for a
ﬁrst-order reaction used in determination of the reaction rate constant for the ﬁrst set of
ﬁve 48 h-trials. ■ trial 2, ○ trial 3,▲ trial 4,▽ trial 5.
Table 1
Reaction rate constants determined from the slope of curves depicted in Fig. 2 for the ﬁrst
set of ﬁve 48 h-trials. SD = standard deviation (n = 5).
Slope SD Residual Sum of Squares Adj. R-Square
Trial 2 −0.23799 0.01358 0.06271 0.98393
Trial 3 −0.17647 0.00833 0.02357 0.98897
Trial 4 −0.13851 0.00746 0.01892 0.98567
Trial 5 −0.12818 0.01017 0.03519 0.96928
P. Arranz-Martínez et al. 3URFHVV%LRFKHPLVWU\²

The pseudo reaction times were then calculated according to Eq.
(28), by using the values of kd attained, the elapsed time since the start
of the experiments and the actual reaction time.
Finally, the results of the experimental data (symbols) and predicted
by the model (dash lines) are shown in Fig. 4. As can be observed, [TG]
is almost completely consumed and, on the contrary, only ca. 75% of
[DAGE] is utilized in the course of the glycerolysis reaction. It should be
also noted that [MG] predicted by the model ﬁts well the experimental
[MG]. This result indicates that the main reactions involved in the
glycerolysis have been considered in the proposed kinetics mechanism,
and that DG and MAGE did not undergo glycerolysis or do not con-
tribute to the [MG] in a signiﬁcant extent.
The kinetics parameters of the model are shown in Table 3. It can be
observed that the parameter corresponding to the forward reaction for
TG (ΘI) is 1.8 times bigger than that for DAGE (ΘIV). This result con-
ﬁrms that immobilized lipase from Candida antarctica discriminates
toward DAGE in glycerolysis reactions, even more taking into account
that initial [DAGE] is almost four times higher than [TG].
A second experimental set of ten trials of 24 h each, reutilizing the
same batch of lipase, was carried out. Similarly, Eqs. (19) and (20) were
utilized to ﬁt the experimental data and Eq. (28) was used to determine
the pseudo reaction time.
Fig. 5 shows the diﬀerent reaction rates for the same batch of lipase
reutilized in 10 24 h-trials. For purposes of the regression analyses, only
trials 2, 4, 6, 8, and 10 were utilized (Fig. 5). The ﬁrst 8 h of trials 4, 6, 8
and 10 and the ﬁrst 4 h of trial 2 were utilized to avoid data near of the
reaction equilibrium that could interfere in an adequate linearization.
Similarly to the ﬁrst set of glycerolysis reactions, the ﬁrst trial of this
second experimental set with fresh lipase was not utilized for the lipase
inactivation study, as it was previously explained.
The slope of each trial is shown in Table 4. The results of ﬁtting Eq.
(26) to the lipase reaction rate (a t{ }) at each trial are shown in Fig. 6.
The value of a0 and kd obtained by ﬁtting the reaction rates (a t{ }) to
Eq. (26) are shown in Table 5. Similar values of a0 and kd were attained
for this second set of trials, which indicates a similar pattern of in-
activation of the lipase. It should be noted that in this second set of
glycerolysis reactions the same batch of lipase has catalyzed double
number of glycerolysis reactions and, for this reason, it has been put
into contact with double amount of glycerol, RLO and CPN in the same
period of time. However, this bigger number of trials reutilizing the
Fig. 3. Plot of the reaction rate of each trial versus time since the start of the experiments
to determine kd and a0.
Table 2







Fig. 4. Comparison of values predicted using the kinetics model with
experimental data for the ﬁrst set of 48 h-trials. □ TG experimental
value, ○ DAGE experimental value, ▲ DG experimental value, ●
MAGE experimental value, ▽ MG experimental value, …. predicted
values.
Table 3
Parameter estimates obtained from regression analysis of the data from the ﬁrst set of 48
h-trials of ratﬁsh liver oil glycerolysis. SD = standard deviation (n = 25).
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same batch of lipase does not seem to have an important inﬂuence on
the lipase activity, which follows a similar inactivation pattern to that
observed in the ﬁrst set of 48 h-trials.
Similarly to the ﬁrst experimental set, the value of kd attained, was
utilized to determine the pseudo reaction time according to Eq. (28).
The results of the experimental data (symbols) and predicted by the
model (dash lines) for this second set of trials are shown in Fig. 7.
Similar parameter estimates were found in this second set of trials,
which indicates a similar behavior of the lipase in both trials (Table 6).
In this case, ΘI was 1.6 times bigger than ΘIV which conﬁrms the lipase
discrimination against DAGE.
It has been previously reported that the loss of activity can be at-
tributed to inactivation of the enzyme or to the negative impact of the
accumulation of the reaction by-products and impurities in the reactor
on mass transfer [31]. In order to evaluate the inﬂuence of the accu-
mulation of reaction by-products and impurities in the reactor, a new
set of experiments, consisting of ﬁve 24 h-trials reutilizing the same
batch of lipase followed by a lipase washing procedure and, subsequent
ﬁve 24 h-trials with the washed lipase, was carried out.
Similarly, Eqs. (19) and (20) were utilized to ﬁt the experimental
data and Eq. (28) was used to determine the pseudo reaction time. First,
similarly to the previous sets of trials, semilogarithmic graphical de-
pictions of the reaction rate in each trial were used to determine the
reaction rate constant of the lipase in each reutilization. Then, kd was
determined based on the values of reaction rate constants. Un-
fortunately, much higher inactivation was observed in these ﬁve trials
reutilizing the washed lipase. A kd value of 0.01591 h
−1, more than 3
times higher than kd values reached in the previous studied sets of
glycerolysis, was attained. From this kd value, the pseudo reaction time
was calculated and utilized to depict the time course of the glycerolysis
reaction. The results of the experimental data (symbols) and predicted
by the model (dash lines) for TG and DAGE in this third set of ﬁve 24 h-
trials after lipase washing are shown in Fig. 8.
The pseudo reaction times obtained indicate that the complete
disappearance of TG could take place in approximately 1 h if the im-
mobilized lipase were not inactivated. This unrealistic result from this
last set of glycerolysis trials probably indicates that an inactivation
mechanism more complex than a simple exponential decay may be
involved. For this reason, at this level of inactivation, more complex
models than a simple exponential decay should be utilized to properly
determine enzyme activity and, consequently, pseudo reaction times.
Moreover, the results also indicate that almost complete disappearance
of TG is attained and 70% of DAGE is consumed, which points out good
activity of the immobilized lipase in this set of trials. It has been also
reported that the level of hydroperoxides is not the main inﬂuence in
the decay rate of transesteriﬁcation and that hydroperoxide decom-
position products, namely secondary oxidation products, are the main
responsible for lipase inactivation, which is not recovered even after
washing with hexane [32]. Our results are in agreement with those
previously reported for transesteriﬁcation reactions in organic media.
Accordingly, it could be pointed out that utilization of crude RLO
should be carefully considered as one possible cause of lipase in-
activation. It is highly recommended utilize highly reﬁned oils in these
glycerolysis reactions for optimum reutilization of the biocatalyst [33]
or immobilized lipases more resistant to oxidation compounds [34].
Parameter estimates from this third set of trials were similar to those
of ﬁrst and second sets, indicating a similar behavior of the lipase
(Table 7). In this case ΘI was 2 times bigger than ΘIV which strengthen
the lipase discrimination against DAGE.
4. Conclusions
A kinetics modeling for lipase-catalyzed glycerolysis reactions has
been developed. Although DAGE is almost four times more con-
centrated than TG in the reaction mixture, discrimination against DAGE
has been numerically conﬁrmed in the diﬀerent experimental sets of
glycerolysis reactions carried out. The rate of glycerolysis for TG was
more than 1.5 times faster than that for DAGE in all trials studied. In
addition, reutilization of the same batch of lipase in several trials of
glycerolysis in a 1 L basket reactor has allowed us to evaluate the lipase
inactivation in these glycerolysis reactions. Unfortunately much higher
inactivation than expected was attained after 5 and 10 trials of 48 h and
24 h each, respectively. A half-life of 145 h was observed in both trials.
Even lipase washing with a mixture of hexane/ethanol after ﬁve
Fig. 5. Semilogarithmic plot of changes in [TG] as a function of time for a ﬁrst-order
reaction, used in determination of the reaction rate constant for the second set of ten 24 h-
trials. □ trial 2, ■ trial 4, ◊ trial 6,▲ trial 8,▽ trial 10.
Table 4
Reaction rate constants determined from the slope of curves depicted in Fig. 5 for the
second set of ten 24-trials. SD = standard deviation (n = 5).
Slope SD Residual Sum of Squares Adj. R-Square
Trial 2 −0.21053 0.01579 0.01572 0.97786
Trial 4 −0.15311 0.00583 0.01156 0.99279
Trial 6 −0.13045 0.00349 0.00414 0.99643
Trial 8 −0.13023 0.00789 0.02118 0.9819
Trial 10 −0.06592 0.00285 0.00277 0.99071
Fig. 6. Plot of the reaction rate of each trial versus time since the start of the experiments
for the second set of ten 24 h-trial to determine kd and a0.
Table 5
Value of a0 and kd determined for the second set of ten 24 h-trials. SD = standard de-
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consecutive trials of 24 h was unsuccessfully attempted to fully recover
lipase activity. For this reason, more studies are necessary to optimize
enzyme reutilization in these glycerolysis reaction systems.
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Capítulo 3. RESULTADOS 
3.3. Influencia del procesado térmico en el comportamiento cristalino de un 
nuevo sistema de vehiculización lipídica compuesto por acil- y 
alquilglicéridos. 
Pablo Arranz-Martínez, Carlos F. Torres, Luis Vázquez, Marta Corzo-Martínez, 
Fernanda Peyronel, Alejandro G. Marangoni. Influence of thermal processing on the phase 
behavior of a novel acylglyceride-alkylglyceride lipid-based delivery system. Submitted to 
Food and Function. 
RESUMEN 
Los vehículos lipídicos han sido utilizados de manera muy generalizada para la mejora 
de la bioaccesibilidad y biodisponibilidad de ciertos compuestos bioactivos. La capacidad de 
carga y la estabilidad del compuesto dentro de la matriz lipídica se ve influenciada por el 
comportamiento cristalino de los componentes lipídicos que constituyen el vehículo. En este 
estudio, se ha investigado la influencia del procesamiento térmico a 50 °C en el 
comportamiento cristalino de un sistema de vehiculización lipídica. Este nuevo sistema, 
compuesto por una mezcla de monoglicéridos, diglicéridocs, alquilglicerol monoesterificado, 
y alquilglicerol diesterificado, se obutvo a partir de la glicerolisis enzimática de aceite de 
hígado de tiburón quimera. Mediante calorimetría diferencial de barrido se observó que tanto 
el punto de cristalización como el de fusión del compuesto descendieron con la exposición a 
50 °C durante tiempos superiores a 180 min. El análisis de la estabilidad polimórfica del 
compuesto mediante difracción de rayos X reveló que la transición de fase  a fase  ocurría 
de manera rápida para las muestras calentadas durante menos tiempo, mientras que aquellas 
expuestas durante 180 min permanecían en fase  durante 3 días. El estudio de microscopía de 
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 Abstract 23 
Lipid-based delivery systems have been broadly utilized to enhance 24 
bioavailability and bioaccesibility properties of drugs. Loading capacity and drug 25 
stability within the lipid matrix is influenced by the phase behavior of the lipid 26 
components that make up the vehicle. In this study we have investigated the influence 27 
of the thermal processing at 50 °C on the subsequent phase behavior of a lipid-based 28 
delivery system. This novel system is comprised of a blend of monoacylglycerols, 29 
diacylglycerols, monoalkylglycerols and dialkylglycerols, obtained upon enzymatic 30 
glycerolysis of ratfish liver oil. Differential scanning calorimetry revealed that 31 
crystallization and melting points decreased, while powder X-ray diffraction suggested 32 
changes in the crystal structure of the product when it was exposed to 50 °C for longer 33 
than 180 min. Samples heated for a short time, rapidly underwent a polymorphic 34 
transition from   phase to ! crystals, whereas samples heated for long times remained in 35 
  phase for 3 days.  Polarized light microscopy also showed changes in the 36 






Keywords: Alkylglycerol; Crystallization; Lipid delivery system; 43 
Monoacylglycerol; Polymorphism; Ratfish liver oil. 44 
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 1. Introduction 46 
The identification of new bioactive molecules with therapeutic properties has 47 
increased in the last few years. However, many of them have limited solubility in either 48 
water or oil, which may lead to drug precipitation in the gastrointestinal tract after oral 49 
uptake, a fact that reduces the bioaccessibility and bioavailability of the drug 1. To 50 
overcome this limitation, the use of lipid-based delivery systems (LBDS) has gained 51 
much attention, with particular emphasis on self-emulsifying drug delivery systems 52 
(SEDDS) 2. These formulations aim to maintain the drug in a dissolved and dispersed  53 
state before and during digestion, avoiding the slow dissolution process and 54 
precipitation which limits the bioavailability of hydrophobic drugs 3, 4. 55 
The incorporation of the drug into the LBDS is usually carried out 5-10 °C 56 
above the crystallization temperature of the lipid mixture, so that the LBDS is in a 57 
molten state 5. Different techniques are employed to facilitate the solubilisation of the 58 
drug into the LBDS, such as high pressure homogenization, microwave-assisted 59 
microemulsification, high shear homogenization or ultrasound 6. Increasing the 60 
temperature of the mixture is a common resource to optimize the solubilisation of the 61 
drug into the LBDS 7. Although no specific time to achieve the complete dissolution of 62 
the drug into the LBDS is usually reported, authors usually homogenize or mix until a 63 
clear solution is obtained 8. 64 
The efficiency of drug incorporation into a LBDS is generally specific to each 65 
case depending on the physicochemical compatibility of the drug/system 2 and will be 66 
limited by the structure of the lipid matrix, the solubility of drug in the lipid melt and 67 
the polymorphic state of the lipid matrix 9. Shape and structure of the LBDS are critical 68 
aspects influencing the loading efficiency of the drug 10. The incorporation of the drugs 69 
 is assumed to occur between fatty acid chains, between lipid layers and also within 70 
crystal imperfections. Therefore, a highly ordered crystal lattice cannot accommodate 71 
large amounts of drug. If the lipid matrix is composed of similar molecules, the crystal 72 
formed will not contain many imperfections, whereas the presence of different lipids, 73 
such as mono-, di-, triglycerides, with different chain lengths and distributions, result in 74 
a more complex mixture. The solid formed from such heterogeneous mixture is able to 75 
incorporate foreign molecules more readily within its structure , resulting in a higher 76 
drug loading 11. 77 
Polymorphic transformations to more stable crystal forms are also a reason for 78 
drug expulsion from the crystal matrix. Under rapid cooling conditions, glycerides 79 
usually crystallise initially into a"metastable"form"( "polymorph) 12. However, during 80 
storage,   crystals may undergo polymorphic transitions to !"or"!"forms, with a 81 
concomitant rearrangement of the molecules. These changes in structure may be 82 
responsible for the expulsion of molecules encapsulated within 13, although storage at 83 
refrigeration temperature might help minimize this effect 14. The"preservation"of"the" -84 
phase during storage and transformation after administration (e.g. by temperature 85 
changes) could achieve a triggered and controlled release 15. On the other hand, if a 86 
polymorphic transition to the !"form takes place during storage, the drug can then 87 
neither be protected from degradation nor released in a controlled way. However, if 88 
encapsulation were possible, rapid transition to the ! polymorph might avoid issues 89 
related to unpredictable transitions 14. 90 
We have previously designed a methodology to obtain a bioactive lipid carrier 91 
from ratfish liver oil (RLO) with potential self-emulsifying properties 16. This system 92 
consists of a mixture of acylglycerides and, in greater proportion, alkylglycerols, with 93 
 well-known biological properties 17. To the best of our knowledge, no studies related to 94 
the phase behaviour of alkylglycerols-based delivery systems are reported in the 95 
literature. In this study, we have simulated the necessary conditions to solubilize a drug 96 
into the lipid mixture, i.e. a thermal treatment over the crystallization temperature (~45 97 
°C) during a specific time, and investigated the effects of the pre-treatment on the phase 98 
behaviour of the system during storage. This information might be relevant to achieve 99 
higher drug loadings and predict shelf life of the LBDS. 100 
 101 
2. Materials and Methods 102 
2.1 Materials 103 
Ratfish liver oil (RLO) was purchased from Phosphotech (Saint-Herblain Cedex, 104 
France). Menhaden oil and Cyclopentanone (CPN), categorized as food grade flavoring 105 
agent, was obtained from SigmaAldrich (St. Louis, MO, USA). Glycerol was 106 
purchased from ICN Biomedicals (Aurora, OH). Novozym 435 (Nov435) (Lipase B 107 
from Candida antarctica immobilized on acrylic resin contained 5000 Units/gram 108 
according to manufacturer) was kindly supplied by Novozymes A/S (Bagsvaerd, 109 
Denmark). 110 
  111 
2.2 Glycerolysis reaction 112 
The glycerolysis reaction was carried out at 40 °C in a 1-L stainless steel reactor 113 
coupled to a paddle stirrer at 200 rpm (Kiloclave, Buchi Glass Uster, Switzerland), 114 
according to the methodology previously described 16. Briefly, 12 g of fresh 115 
immobilized Lipase B from Candida antarctica (Novozym 435) were introduced into a 116 
100"#m"mesh"size"basket and coupled to the stirrer. 128 g RLO, 12.8 g glycerol and 304 117 
 g CPN were added to the reactor to begin the glycerolysis reaction. The final product, 118 
named RLO glycerolysis product (RGP), was obtained after rotary evaporation of CPN 119 
at 40 °C and 1 mbar vacuum and stored under nitrogen atmosphere at 4 °C. 120 
Chromatographic separation and quantitation of lipids present in the original 121 
sample of RLO and RGP was carried out by LC-ELSD, following the methodology 122 
explained in previous studies 16. Diacylglycerol ether (DAGE) and triacylglycerol 123 
(TAG) were identified by using commercial RLO and menhaden fish oil. And finally, 124 
products derived from glycerolysis of menhaden fish oil and purified by semi-125 
preparative HPLC were used for identification of monoacyglycerol ether (MAGE), 126 
diacylglycerol (DAG) and monoacylglycerol (MAG). Quantitative analysis was 127 
performed by the external standard method, using calibration curves of each standard in 128 
the range 0.425 mg/mL. Relative standard deviation values were below 10% in all 129 
cases. 130 
 131 
2.3 Thermal behaviour 132 
A Mettler Toledo differential scanning calorimeter (DSC) (DSC 1, Mettler 133 
Toledo, Mississauga, ON, Canada) was used to determine the thermal behavior of the 134 
glycerides mixture. Samples, ranging from 10 to 12 mg were weighed and hermetically 135 
sealed into aluminum pans. A cooling and heating test was performed. In a preliminary 136 
test, samples were heated up to 100 °C at a heating rate of 5 °C/min, stablishing that 137 
over 50 °C the product was completely melted. In further analysis, samples were held at 138 
20 °C for 5 min and heated to 50 °C at 5 °C/min, then held for a specific time, followed 139 
by cooling to -30 °C at -5 °C/min and held at this temperature for 10 min. After that, 140 
samples were heated from -30 °C to 50 °C at 5 °C/min. Thermograms were registered, 141 
 and peak and onset temperatures were calculated using STARe software (Mettler 142 
Toledo). 143 
 144 
2.4 Induction time of crystallization 145 
A Phase Transition analyzer (PSA-70V-HT, Phase Technology, Richmond, BC, 146 
Canada) was utilized for monitoring nucleation events by optical scattering (turbidity). 147 
150 µL of melted samples were pipetted into the sample chamber, which was previously 148 
set at 50 °C. Samples were held for 10 min at 50°C and then cooled down at a 149 
controlled rate of 50 °C/min to the desired final temperatures, and held at this 150 
temperature for 30 min.  151 
 152 
2.5 Polymorphism 153 
Wide- and small-angle X-ray scattering patterns of the samples were obtained 154 
using a Multiflex powder X-ray diffractometer (XRD) (Rigaku MSC Inc. Toronto, ON, 155 
Canada). The X-ray source was a copper X-ray tube using the wavelength k = 1.5459 Å, 156 
operating"at"40$kV"and"44$mA."The"apparatus"was"set"with"a"1/2°"divergence"slit,"a"1/2°"157 
scatter"slit,"and"0.3$mm"receiving"slit."Samples were prepared by filling the well of a 158 
metal slide with RGP and carefully leveled. All tests were carried out at 5 °C and 159 
investigated in the 2% diffraction angle region ranging from 1 to 30° at an acquisition 160 
speed of 0.5°/min. MDI's Jade 6.5 software (Rigaku, Japan) was used to examine the 161 
WAXS spectra, where the presence of characteristic peaks was used to identify the 162 
presence different polymorphic forms. 163 
 164 
2.6 Polarized light microscopy 165 
 The microstructures of SEDDS samples were examined using a Leica DMRXA2 166 
microscope (Leica, Wetzlar, Germany) equipped with a 20× objective lens. Polarized 167 
light micrographs were taken using a ORCA-Flash2.8 Digital CMOS camera C11440 168 
(Hamamatsu, Hamamatsu, Shizuoka Pref., Japan). Approximately a 5 µL drop of 169 
molten samples was placed on a glass microscope slide, covered with a glass coverslip 170 
and cooled down to 5 °C. Slides were analyzed at 0 and 72 h at 5 °C. Between 171 
measurements, samples were stored at 5 °C. 172 
 173 
3. Results and Discussion 174 
 175 
Composition of RLO and RGP are shown in Table 1. DAGE content of RLO 176 
(80%, w/w) was much higher than TAG content (20%, w/w). As a result of the 177 
glycerolysis reaction of RLO, TAG completely disappeared whereas almost 25% of 178 
DAGE remained unreacted. This difference is due to the discrimination of the lipase 179 
against DAGE conversion 18. At this point it should be pointed out that 2-MAGE and 180 
1,3-DAG, formed mainly from 1,2-DAG by acyl migration, showed identical retention 181 
time in our HPLC method, thus, quantitation of these two compounds was made 182 
together. RGP obtained was composed of nearly 25% of MAG, responsible for the 183 
potential emulsification properties of the product. 184 
 185 
3.1 Thermal behavior 186 
Thermograms of RLO and RGP are shown in Figure 1. RLO is a liquid oil at 187 
room temperature, and so the crystallization process started from -8 °C. The complexity 188 
of the fatty acid profile and the presence of two glyceride derivatives, resulted in a 189 
broad signal, with a main peak at -60 °C. No peaks were registered below -70 °C, so an 190 
 unfreezable"fraction"could"remain due to the presence of polyunsaturated fatty acids 191 
(PUFA) in the oil 19. This compositional complexity is also reflected in the melting 192 
profile of RLO, where a broad signal from -70 °C to -10 °C was observed.  193 
On the other hand, the RGP thermogram presented two main characteristics: 1) a 194 
first peak at 25 °C, corresponding to the crystallization of the newly synthetized MAG; 195 
2) a second peak at -40 °C, occurring at higher temperature than that observed in pure 196 
RLO, a difference that may be due to the presence in RGP of crystalline MAG, that 197 
could act as seeding materials, and as catalytic impurities for the nucleation of oil 198 
portion 20. Melting profile of RGP allowed to establish melting temperature of RGP at 199 
45 °C. 200 
As reported in the literature, oil obtained from marine sources contains a 201 
relatively high amount of PUFA 21, resulting in a low stability against oxidation. 202 
Although the PUFA content of RLO is lower than other fish oils (ca. 20% w/w) 16, RLO 203 
and its derivatives are susceptible to lipid oxidation. Therefore, in order to minimize 204 
oxidation effects, high temperatures were avoided when working with RGP, and thus 50 205 
°C was selected as the melting temperature for further experiments. 206 
Next, the influence of the duration of the exposure of RGP at 50 °C on the 207 
thermal behavior was evaluated (Fig. 2), in order to simulate shorter or longer 208 
dissolution/dispersion periods for the drug within the LBDS. A clear trend was observed 209 
in both melting and crystallization curves. When RGP was heated for less than 60 min, 210 
the crystallization peak of MAG was approximately 23 °C, whereas if heated for a 211 
longer time, that value decreased to 13 °C. Melting peaks displayed the same trend, 212 
decreasing from ~42 °C to 21 °C in the samples that were heated over 60 min. A first 213 
hypothesis was that crystal memory was not completely erased in such short period of 214 
 melting. For that reason, an additional experiment was performed. In this case, RGP 215 
was heated for 20 min at 50 °C, then cooled down up to -30 °C, and held for 10 min to 216 
allow for crystallization. Then the sample was heated again to 50 °C, where it was held 217 
for 20 min. This treatment was repeated a third time with the same sample. After the 218 
last melting, the crystallization peak was observed at 17 °C, similar to that obtained 219 
when the sample was heated continuously for 90 min. 220 
As a consequence of this experiment, the crystal memory hypothesis was 221 
rejected, since during the same melting time, the crystallization temperature kept 222 
decreasing. Therefore, the exposure of RGP to 50 °C could have a cumulative effect on 223 
the structure of RGP that affected its thermal behavior. 224 
According to the results obtained, 20 min and 180 min were chosen as critical 225 
times to observe changes in the thermal behavior, so further characterization was carried 226 
out with samples that were previously heated at 50 °C for 20 min (RGP20) and for 180 227 
min (RGP180). 228 
 229 
3.2 Induction time of crystallization 230 
Induction time of crystallization was analyzed to corroborate the differences 231 
observed during DSC analyses. According to the DSC thermograms, the peak 232 
crystallization temperature of RGP20 was 25 °C, with an onset temperature of 28 °C, 233 
whereas for RGP180, these values were 15 °C and 20 °C, respectively. Five 234 
temperatures were chosen to carry out the experiments, namely 30, 27.5, 25, 22.5 and 235 
20 °C. 236 
Fig. 3 shows that RGP20 crystallized rapidly below 27.5 °C, while RGP180 237 
required the temperature to drop to 22.5 °C to start a slower crystallization process. To 238 
 discard the crystal memory hypothesis, a similar experiment to the one carried out by 239 
DSC was performed. This time, the same RGP20 sample was heated at 50 °C for 10 240 
min and cooled down to 25 °C, where it was held for 30 min. This process was repeated 241 
five times, observing that nucleation kinetics were gradually slower (Fig. 4). This 242 
results would confirm that the repeated exposure of RGP to temperatures over its 243 
melting point could have an effect on the crystallization behavior of the samples. 244 
 245 
3.3 Polymorphism 246 
X-ray diffractograms of RGP20 and RGP180 are shown in Fig. 5. At 0 h, right 247 
after cooling the samples to 5 °C directly from the molten state, WAXS diffraction 248 
patterns of both RGP20 and RGP180 exhibited a single peak at d = 4.14 Å, which 249 
corresponds to the formation of   phase. In spite of the low temperature set to carry out 250 
the experiments, apparently, transformation to sub- "phase"did"not"occur. This may be 251 
due to molecular incompatibility caused by the heterogeneity of the MAG molecules 22. 252 
Aging of the samples resulted in changes in the WAXS diffraction patterns. 253 
RGP20 revealed a polymorphic transition to the ! form, as evidenced by the appearance 254 
of a strong peak at d = 4.57 Å, and secondary peaks at d = 4.30 Å, d = 4.11 Å and d = 255 
3.94 Å 23.  These peaks first appeared after 24 h, and no further changes were detected 256 
after longer"storage."On"the"contrary,"the" "phase"formed"in"RGP180"appeared"to"be"257 
more stable and no changes in the WAXS patterns were observed during 72 h storage. 258 
Analysis of the SAXS patterns showed a broad peak, present in every sample, at 259 
approximately d = 26 Å. This is indicative of a certain degree of liquid ordering. 260 
Nevertheless, some differences were also observed between both samples. At 0 h, 261 
RGP20 exhibited a large peak at d001 = 57 Å and a smaller peak at d004 = 15.5 Å, 262 
 corresponding"to"the" "phase, according to the peak observed in WAXS at d = 4.14 Å at 263 
this"time."After"72"h"of"storage"at"5"°C,"as"a"result"of"the"polymorphic"transition"to"!"264 
phase, peaks at lower d value, namely d001 = 48 Å, d003 = 15.54 Å and d004 = 12.26 Å, 265 
were observed. However, in RGP180, peaks corresponding to d001 = 62.50 Å and d004 = 266 
15.60 Å were detected, which remained stable during the analysis, and would confirm 267 
the more disordered state of the sample. 268 
 269 
3.4 Polarized Light Microscopy 270 
PL micrographs of RGP20 and RGP180 immediately after crystallization and 271 
after aging for 72 h are shown in Fig.6. Needle-like crystals were observed in both 272 
RGP20 and RGP180 at 0 h, with a cross-sectional length of roughly 10-15 µm. The 273 
number of formed crystals was lower in RGP180 than RGP20. These structures are 274 
similar to that observed by Da Pieve et al. 24 in cod liver oil containing MAG after 275 
crystallization without shearing.  276 
Aging of RGP20 resulted in a greater amount of crystals following the same 277 
pattern than that observed at 0 h. However, after 72 h, RGP180 displayed a change in 278 
the morphology of the crystals, which rearranged to form a spherulite, with curved 279 
branches over 100 µm. The spherulites observed in this sample differ from other similar 280 
structures reported in the literature for mixtures of MAGs and TAGs 25. 281 
 282 
4. Conclusions 283 
The crystallization behavior of a lipid-based delivery system mixture composed 284 
of MAG, DAG, MAGE and DAGE, derived from an enzymatic glycerolysis of ratfish 285 
liver oil, was influenced by the thermal pre-treatment utilized to melt the product. A 286 
 short exposure to temperatures above the melting point of the product resulted in a 287 
crystallization process into an  "phase"at"a higher temperature and with faster kinetics. 288 
The polymorphic"transition"to"! crystals took place in less than 24 h of storage at 5 °C. 289 
On the other hand, heating at 50 °C over 180 min decreased the crystallization 290 
temperature, resulting in slower nucleation kinetics of the  "phase."However,"this"phase 291 
remained stable over the storage time analyzed. Polarized light microscopy revealed 292 
different structures for both samples. 293 
Further experiments with a bioactive compound dissolved or dispersed into the 294 
lipid-based delivery system should be carried out to verify the influence that both 295 
thermal pre-treatments may have on the drug loading capacity of the vehicle and drug 296 
stability within the lipid matrix. 297 
 298 
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 Table 1.  Lipid composition of RLO and RGP (%, w/w). Values shown as mean ± SD 382 
(n = 2) 383 
 384 
  385 
 TAG DAGE MAGE + 1,3-DAG 1,2-DAG MAG 
RLO 80.5 ± 0.4 19.5 ± 0.3 & & & 
RGP & 23.9 ± 0.3 41.9 ± 5.1 9.6 ± 2.0 24.6 ± 2.4 
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Figure 1. DSC thermal behavior of RLO (dashed line) and RGP (solid line) during 388 
crystallization and melting. 389 
 390 
Figure 2. DSC crystallization (a) and melting (b) curves of RGP after melting at 50 °C 391 
during time ranging from 0 min to 1440 min. 392 
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Figure 3. Nucleation kinetics of RGP20 (a) and RGP180 (b) at 20 °C (red line), 22.5 °C 394 
(green line), 25 °C (blue line), 27.5 °C (purple line) and 30 °C (black line) after melting 395 
at 50 °C. 396 
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Figure 4. Nucleation kinetics of RGP20 at 25 °C after melting at 50 °C for 10 min. 398 
Each curve corresponds to the number of sucessive heating-cooling cycles. 399 
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Figure 5. X-ray spectra in WAXS region of RGP20 (a) and RGP180 (b) and in SAXS 401 
region for RGP20 (c) and RGP180 (d), right after cooling down form melting at 50 °C 402 
(solid line) and after 72 h aging at 4 °C (dashed line). 403 
 404 
Figure 6. Polarized light microscopy images at 4 °C, right after cooling sdown from 405 
melting at 50 °C of RGP20 (a) and RGP180 (b) and after 72 h aging at 4 °C of RGP20 406 
(c) and RGP180 (d). Scale bars represents 55 µm.   407 
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Capítulo 3. RESULTADOS 
3.4. Producción de un nuevo éter fosfolipídico mediante transfosfatidilación 
sólido-sólido en presencia de fosfolipasa D de grado alimentario. 
Pablo Arranz-Martínez, Víctor Casado, Guillermo Reglero, Carlos F. Torres. Novel 
glyceryl ethers phospholipids produced by solid to solid transphosphatidylation in the presence 
of a food grade phospholipase D. Eur. J. Lipid Sci. Technol., 2017, 119, 1600427. 
http://dx.doi.org/10.1002/ejlt.201600427.  
RESUMEN 
Se ha investigado la transfosfatidilación enzimática entre batil alcohol y 
fosfatidilcolina. Con el fin de aumentar la aplicabilidad del proceso, se estudió el uso de 
metodología de eliminación de producto in situ y el empleo de un medio bifásico comprendido 
de un tampón acuoso y una fase orgánica consistente en un disolvente categorizado como 
seguro. Se estudiaron diferentes fases orgánicas (limoneno, pineno, etil-isovalerato, etil-lactato, 
etil-butirato, hexanal y ciclopentanona), y una fase acuosa (tampón acetato 0.1 M y pH = 5.5). 
También se investigó la relación entre las fases orgánicas y acuosa, así como distintas 
relaciones molares entre alquilglicerol:fosfatidilcolina (10:1, 5:1, 2:1, 1:1 y 1:2). Se ajustó la 
adición de cloruro cálcico y la temperatura de reacción. Por último, se optimizó la carga 
enzimática y la concentración molar de los sustratos. Asimismo, se comparó la tasa de hidrólisis 
con respecto a la reacción de transfosfatidilación. Los mejores resultados (obtención de 70% 
p/p del éter fosfolipídico) se consiguieron con el uso de 5% (p/p) de fosfolipasa D, relación 
equimolar entre los reactivos, y una relación volumétrica 1:3 limoneno:acetato. La 
productividad volumétrica del proceso se optimizó hasta 126 mM, y se escaló el proceso hasta 
una mezcla de reacción de 50 g, consiguiendo resultados similares. Este estudio revela un 
proceso para la producción de fosfolípidos personalizados a partir de fuentes comerciales con 
alta productividad volumétrica. El producto obtenido, de alto valor añadido, está destinado a 





Novel glyceryl ethers phospholipids produced by solid to solid
transphosphatidylation in the presence of a food grade
phospholipase D
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Enzymatictransphosphatidylationbetweenbatylalcoholandphospatidylcholinehasbeeninvestigated. Insitu
product removal methodology and the utilization of a green biphasic medium consisting of a buffer and an
organic phase comprised of generally recognized as safe ﬂavoring additives, have been established as
milestones to increase the applicability of the process. Different organic phases (limonene, pinene, ethyl
isovalerate, ethyl lactate, ethyl butyrate, hexanal, and cyclopentanone) andone aqueous phase (0.1Macetate
buffer atpH¼ 5.5)were studied.The relativeproportionoforganicandaqueousphaseswasalso investigated.
Different molar ratios alkylglycerol/phosphatidylcholine (10:1, 5:1, 2:1, 1:1, and 1:2) were also evaluated.
Addition of calcium chloride and the reaction temperature have been adjusted in the enzymatic
transphosphatidylation. Finally, the percentage of phospholipase D and the molar concentration of the
reactants were also optimized. The ratio transphosphatidylation to hydrolysis was evaluated for the different
biphasic reactionmixtures tested.Thebest results (ca. 70%w/wof glyceryl etherphospholipid)were achieved
utilizing 5% (w/w) of phospholipase D, equimolar ratio of reactants and limonene/acetate buffer at a
volumetric ratio1:3.Thevolumetricproductivityof theprocesswas thenoptimizedupto126mMandscaled-
up to 50g of reaction mixture with similar results in terms of composition and yield. This study reports a
procedure for the production of tailor-made phospholipids from commercial sources with high volumetric
yield. These highly valuable ingredients are intended to be used as both delivery systems and bioactive lipids.
Practical applications: Solid to solid transphosphatidylation based on in situ product removal has
been developed for the synthesis of a novel glyceryl ether phospholipid, incorporating batyl alcohol into
the polar head of the phosphatidylcholine in the presence of a food grade PLD. Enzymatic
transphosphatidylation usually reported in the literature utilize very low concentration of phospholipid
and a large excess of the other reactant. In this sense, the present study evaluated different molar ratios
alkylglycerol/phosphatidylcholine. Besides, regarding novel phospholipid as food for human use, the
utilization of toxic organic solvents was avoided in its production, replacing them by GRAS organic
solvents. Hence, this procedure readily scalable is intended to be used for obtaining this novel glyceryl
ether phospholipid with capabilities to perform as both novel delivery systems and bioactive lipids. In
addition, a very simple downstream process for product recovery has been also described.
Keywords: alkylglycerol / GRAS medium / phospholipase D / solid to solid / transphosphatidylation
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1 Introduction
Beyond their importance as constituents of cellular mem-
branes, phospholipids (PL) have received increasing atten-
tion because of their emulsifying properties, capability to
form supramolecular structures, utilization as drug delivery
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Abbreviations: PA, phosphatidic acid; PC, phosphatidylcholine; PBA,
phosphatidyl batyl alcohol; PLD, phospholipase D; PL, phospholipid
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systems, and for the development of biological membrane
model systems [1].
The chemical synthesis of new PL is not trivial and
enzymatic alternatives have received more and more
importance. One of the most established methods is the
enzymatic transphosphatidylation which consists of intro-
ducing new head groups into the polar head of glycerophos-
pholipids catalyzed by a phospholipase D (PLD) [2].
Enzymatic transphosphatidylations usually reported in
the literature, utilize very low concentration of PL and a
large excess of the other reactant [3, 4]. In general, these
processes are performed in a biphasic stirred emulsion
systems, comprised of an aqueous buffer and an organic
solvent. The aqueous phase favors the PLD activity that it
is also activated at the formed interface. In most of the
reported transphosphatidylation reactions, diffusional
limitation has been attributed to the heterogeneity of
the reaction system [5]. The use of “in situ product
removal” [6] technology basically consists of a reaction
mixture in which both reactants and products are above
their solubility limit in the reaction mixture which
improves both downstreaming operations and volumetric
productivity [7]. Organic solvents commonly used in these
reactions can be hazardous to human health and
environment, hence, the use of substances commonly
utilized as ﬂavoring agents and with GRAS [8] category is
considered as a healthier and safer alternative, as well as a
promising strategy to increase the industrial feasibility for
these bioprocesses [7, 9, 10].
Ether lipids, comprising a great variety of lipid com-
pounds containing an ether linkage in their chemical
structure, have been the subject of much attention
because of their special technological and physiological
functions [11, 12]. Archaeal ether lipids have found a
variety of applications, including serving as antigen-carrying
liposomes due to their adjuvant properties [13, 14]. Other
popular ether glycerophospholipid with important biological
activities is the platelet-activating factor (PAF), a 1-O-alkyl-
2-acetyl-sn-glycero-3-phosphocholine [15].
In the last years, bioactive molecules claiming a potential
use as functional ingredients or nutraceuticals have been
appearing in the scientiﬁc literature. However, many of them
have limited hydro- and liposolubility, which makes difﬁcult
their inclusion in foods, and reduces its functionality [16].
Taking this into account, diverse strategies have been
developed for drug delivery system, including the lipid-
based vehicles, to enhance their bioavailability and bioacce-
sibility [17]. As mentioned before, both PL and ether lipids
have shown remarkable properties as vehicles for drug
transportation. Martin et al. [18] observed that during in
vitro digestion of a synthetic phosphatidyl derivate of
hydroxytyrosol, the hydrolysis products were found at the
micellar phase fraction, indicating adequate bioaccesibility.
Likewise, Yamamoto et al. [19] synthesized phosphatidy-
lated monoterpenes that showed a markedly antiproliferative
effect on human cancer cells, while the free monoterpene
alcohols had no effect.
Additionally, another delivery system for the entrapment
and controlled release of drugs or nutraceuticals are
liposomes. Several studies have shown that liposomes can
be used to encapsulate vitamins, antioxidants, proteins,
peptides, antimicrobials, essential oils, ﬂavors, enzymes,
minerals, and fatty acids [20]. Gastro-resistance of these
liposomes should be also considered as a key factor in the
formulation of bioactive molecules [21]. On this subject,
major limitation of the utilization of conventional phospho-
lipid bilayer products (conventional liposomes) is instabil-
ity [22]. Alternatively, archaeosomes constitute a novel
family of liposomes that demonstrate higher stability
to several conditions in comparison with conventional
lipids [23, 24].
Recently a new approach, deﬁned as lipid replacement
therapy (LRT), claims the utilization of membrane lipids,
mainly phospholipids, to modulate and regulate numerous
membrane functions [25]. In this sense, the development of
novel phospholipids can acquire a new dimension with
enormous potential. Recent trends in phospholipid research
on synthetic phospholipids and their vesicular constructs
could provide “smart” ways to release cargo from liposomes.
In addition chemical and physical release triggers such as
temperature changes, enzyme degradation, changes in pH,
redox reactions, photochemical reactions, as well as the
effects of shear stress on vesicles will have an impact as future
delivery tools in biology and medicine [26]. For all these
reasons, this study describes the production of a novel
glyceryl ether phospholipid incorporating batyl alcohol into
the polar head of the phosphatidylcholine in the presence of a
food grade PLD. The molar ratio of the reactants and the
utilization of GRAS ﬂavoring agents as organic phase for the
transphosphatidylation reaction, have been investigated.
Finally, equimolar reactant and in situ product removal
strategies have been utilized tomaximize the productivity and
yield of this procedure. Hence, this procedure readily scalable
is intended to be used for obtaining this novel glyceryl ether
phospholipid with capabilities to perform as both novel
delivery systems and bioactive lipids. In addition, a very
simple downstream process for product recovery has been
also described.
2 Materials and methods
2.1 Materials
Hydrogenated phosphatidylcholine, 90% (PC 90H), was
purchased from Lipoid (Cham, Switzerland). Powdered
preparation of Actinomadura sp. phospholipase D (EC
3.1.4.4) was acquired from Meito Sangyo CO (Nikko-
Cho, Fuchu, Tokyo, Japan). According to the vendor
speciﬁcations PLD contained 1500U/mg (1 PLD Unit is
Eur. J. Lipid Sci. Technol. 2017, 119, 1600427 Synthesis of novel glyceryl ether phospholipids 1600427 (2 of 11)
! 2017 WILEY-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, Weinheim www.ejlst.com
deﬁned as the amount of enzyme producing 1mmol per
minute of choline from soybean lecithin when the enzyme
solution is reacted at pH 5.5 at 37°C). Batyl alcohol from
Nikko Chemicals was acquired to Jan Dekker Spain.
Chloroform, 2-propanol, hexane, and methanol (HPLC
grade) were purchased from Lab-Scan (Gliwice, Poland).
Phosphoric acid (85%) was obtained from Scharlau
(Barcelona, Spain). Formic acid (98%) and anhydrous
calcium chloride (QP grade) were purchased from Panreac
(Barcelona, Spain). Cyclopentanone (99%), ethyl lactate
(98%), hexanal (97%), (#)-b-pinene (97%), S-(#)-
limonene (95%), ethyl isovalerate (98%), ethyl butyrate
(99.5%), (all of them categorized as food grade), and
ammonium hydroxide (28–30%) were acquired from Sigma–
Aldrich (St. Louis, MO, USA).
2.2 Phosphatidylcholine transphosphatidylation
Different quantities of PC and batyl alcohol were added to a
biphasic mixture of 0.2M sodium acetate buffer (pH 5.5)
and organic GRAS phase in a 60-mL ﬂask. The total volume
of the reaction mixtures was 4.8mL. When the mixture
reached the desired temperature, a determined amount of
PLD was added to the mixture. The ﬂasks were placed in a
temperature-controlled orbital shaker (IKA KS 4000 ic,
Staufen, Germany) at 200 rpm.
The reaction was stopped after different time intervals
and extracted with an appropriate volume of chloroform/
methanol/water/phosphoric acid (18/9/4.5/4.5, v/v/v/v) for
analytical purposes. Centrifugation (10 000 rpm for 5min) in
50mL centrifuge tubes separated the mixture into two
phases, an upper aqueous phase and a lower phase. The
lower phase was recovered to a 25mL volumetric ﬂask and
analyzed by HPLC.
In order to determine the experimental and analytical
error, three replicates of the mentioned extraction procedure
were carried out in absence of PLD to avoid trans-
phosphatidylation reaction. Thus, different concentrations
of PC, batyl alcohol, and phosphatidic acid (PA) were
analyzed by HPLC, showing a standard deviation of 4% for
batyl alcohol and 8% for both PC and PA.
2.3 Phosphatidylcholine hydrolysis
In addition, production of PA was developed. Brieﬂy,
21mmol/L of PC were added to a mixture of ethyl butyrate
and acetate buffer (2/1, v/v) in a 250mL round bottom ﬂask.
The ﬁnal volume of the mixture was 21mL. A total of 35mg
of PLD were then added to the mixture. The reaction
mixture was incubated for 20 h at 40°C and 200 rpm. After
this time, the reaction mixture was centrifuged in a 50mL
centrifuge tubes at 10,000 rpm for 5min, obtaining a solid
phase and two liquid phases that were removed. Solid phase
was then washed twice with 14mL of ethyl butyrate and 7mL
of distilled water. The solid residue attained after removing
the liquid phases was ﬁnally freeze-dried, to obtain PA as a
solid powder.
2.4 HPLC analyses
Ten microliters of the ﬁnal transparent solutions from the
25mL volumetric ﬂask previously prepared, were analyzed
on a Luna 5mm HILIC diol column (250mm, 4.60mm,
Phenomenex, Torrance, CA, USA) coupled to an Agilent
(Santa Clara, CA, USA) 1200 Series HPLC containing a
temperature-controlled column compartment, quaternary
pump, autosampler, vacuum degasser, and a dual detection
system comprised of an evaporative light scattering (ELSD)
and a diode array detector.
The ﬂow rate was 1.5mL/min. A splitter valve was used
after the column oven and only 40% of the mobile phase was
directed through the ELSDdetector (3.5 bar and 41°C). The
column temperature was maintained at 55°C. The mobile
phase for the analysis of the product mixture consisted of
a ternary gradient of (A) hexane; (B) hexane/2-propanol
(815/170 v/v); (C) 2-propanol/water/formic acid/ammonium
hydroxide (840/140/9.8/0.5 v/v/v/v). The method starts at
50% of A and 50% of B for 5min, increasing up to 100% of B
in 5.1min and maintained to 7min. Then, up to 30.6% of C
is added from 7 to 25min. This composition is maintained to
30min. Then 100% of B is restored at 35min and initial
conditions at 40min. These initial conditions are maintained
for 10min.
Identiﬁcation and quantiﬁcation were carried out using
standards of PC, batyl alcohol, and PA produced according
to Section 2.3. Lack of commercially pure phosphatidylbatyl
alcohol precluded its direct quantiﬁcation. Therefore,
indirect quantiﬁcation was determined from the molar
conversion of batyl alcohol, PC, and molar concentration
of PA in the transphosphatidylation reaction. In order to
minimize quantiﬁcation errors when using HPLC with
ELSD, rigorous calibration curves for each lipid class were
developed for each set of samples injected, since the detector
response was nonlinear and speciﬁc to each compound.
2.5 Transphoshatidylation reaction at gram scale
Finally, the process was also scaled-up to 48mL of reaction
mixture. The concentration of both substrates was
126mmol/L and the ratio of organic phase/sodium acetate
buffer phase was 1/3. The reaction mixture was incubated at
50°C for 48 h. Then, the reaction mixture was introduced in
50mL centrifuge tubes and centrifuged at 10 000 rpm for
5min. After centrifuging, two liquid phases and a solid
interface were obtained from the product mixture. The solid
interface was then washed twice with 24mL of the organic
solvent and three times with 36mL of distilled water and
centrifuged again. The solid phase attained after removing
the organic solvent and water was then freeze-dried, to obtain
a solid residue.
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During the washing steps, remaining non-reacted PC and
batyl alcohol were partially removed. Consequently, quanti-
ﬁcation of PBA in the HPLC analysis was determined
utilizing the following formula:
%PBA ¼ 100# ½ðWPC þWPA þWBatyl alcoholÞ=W r:m:' ( 100
where WPC, WPA, WBatyl alcohol, and Wr.m. are the weight of
each compound of the reaction mixture and the total weight
of the reaction mixture, respectively.
2.6 Determination of substrates solubility
Onemilliliterof supersaturatedsolutions ineach solventof PC
and batyl alcohol were prepared in 4-mL ﬂasks and mixed by
swirling for1 hat40°C.After that, 200mLof the solutionswere
taken and the solvents were completely evaporated in rotatory
evaporator. The residues were utilized to calculate the
concentration of PCandBatyl alcohol soluble in every solvent.
3 Results and discussion
3.1 A comparative study of transphosphatidylation
reaction in different GRAS solvents
Recent trends in enzymatic catalysis are heading toward the
replacement of commonly utilized organic solvents by other less
harmful and environmentally friendly GRAS solvents [26]. In
this study, several GRAS solvents were proposed according to
their polarity expressed as Log P. A ﬁrst screening showed that
ethyl lactate (0.20 Log P) was not adequate for transphospha-
tidylation reactions as a result of its miscibility with the aqueous
buffer phase utilized.This result could be explained considering
that phospholipase D (PLD) is activated at the interface with
micelle-forming substrates [27]. Then, reactions were carried
out using organic phases immiscible with water such as
cyclopentanone (0.45 Log P) or hexanal (2.37 Log P) but they
showed no PLDactivity. Evenmore hydrophobic solvents such
as (#)-b-pinene (4.16LogP)was also tested.Unfortunately, the
presence in this solventof tracesofmonoterpenoidalcohols such
as geraniol, susceptible to participate as an alcohol in the
transphosphatidylation reaction replacing the polar head of
phospholipids, resulted in the formation of an undesired
transphosphatidylation byproducts, and for this reason, it was
discarded. Finally, ethyl butyrate (1.77 Log P), ethyl isovalerate
(2.12 Log P), and limonene (4.45 Log P), also immiscible with
water, showed positive results in the transphosphatidylation
reaction and were selected for further experiments.
3.1.1 Ratio of substrates
Different ratios of batyl alcohol and phosphatidylcholine
(PC) were studied. For this purpose, some other reaction
conditions were chosen based on previous publications [7],
namely 1% (w/w of the substrates) enzyme loading,
67mmol/L of CaCl2, a volumetric ratio organic to aqueous
phase of 2 to 1, 40°C and 20h of reaction time. The results
are shown in Fig. 1.
It can be observed that the highest PC conversion is
attained at the greatest excess of the non-limiting substrate in
all solvents studied. However, the PLD activity is not
exclusively directed toward the formation of phosphatidyl-
batyl alcohol (PBA) but also to the production of
phosphatidic acid (PA) (hydrolysis reaction) (Scheme 1).
Two different reasons could be used to explain the preference
of PLD toward transphosphatidylation or hydrolysis reac-
tions. On the one hand, Log P value determines the partition
coefﬁcient of both organic and aqueous phases. Hence, lower
values of Log P mean better solubility of the aqueous buffer
into the organic phase. On the other hand, the solubility at
40°C of both substrates in the organic phase increases as the
polarity of the organic solvents is increased (lower values of
Log P) (Table 1). Thus, transphosphatidylation and
hydrolysis reactions are in competition and could produce
different proportions of PBA and PA.
The PC conversion to PBA was higher at molar ratio of
batyl alcohol to PC of 10 to 1 in all solvents studied, and it
decreased as the molar excess of batyl alcohol was reduced.
This trend is especially noticeable in the experiments
developed with 10 to 1 and 5 to 1 batyl alcohol to PC
molar ratios, whereas lower ratio values resulted into similar
PC conversion to PBA in every solvent utilized. On the other
hand, the use of stoichiometric or near stoichiometric
conditions increases the ratio of PA to PBA mainly in the
presence of ethyl butyrate and ethyl isovalerate, whereas
Figure 1. Inﬂuence of the molar ratio in the PC conversion in the
transphosphatidylation reaction with batyl alcohol with 1%w/w
enzyme loading, 67mmol/L of CaCl2, a volumetric ratio organic to
aqueous phase of 2 to 1 after 20 h at 40°C. Transphosphati-
dylation reaction, & Hydrolysis reaction.
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reactions developed in limonene barely produced this
hydrolysis by-product.
Moreover, in all reactions with excess of one of the
reactants, a huge concentration of the non-limiting reactant
remains at the end of the bioprocess which complicates
downstream processing for the recovery of the new
phospholipid produced. For this reason, equimolar con-
ditions were chosen to evaluate the inﬂuence of other
reaction variables.
3.1.2 Enzyme loading
Next, enzyme loading was investigated in ethyl butyrate,
ethyl isovalerate, and limonene. The results are shown in
Table 2. It can be observed that enzyme loading had different
inﬂuence on the different organic phases assayed. Hence,
ethyl butyrate reached a maximum PBA production using
3%w/w of PLD, while ethyl isovalerate and limonene
attained maximum PBA production with enzyme loadings
of 5 and 10% w/w respectively. At the same time, the
increment on the enzyme loading resulted in a greater
production of PA in all cases. Therefore, both the PBA
production and the ratio PBA to PA produced, should be
taken into account to select the optimum enzyme loading.
Although transphosphatidylation reaction was higher in ethyl
butyrate at lower enzyme loading, the hydrolysis reaction was
also higher than that obtained with the rest of the solvents
investigated. Higher enzyme loading to maximize PBA
production and slightly lower hydrolysis compared to the
results in ethyl butyrate is observed in ethyl isovalerate.
Nevertheless, the most promising ratio PBA to PA produced
was attained with limonene. Despite a 10%w/w enzyme
loading was needed, the production of PBA was more than
four times higher than that for PA. In order to make further
experiments comparable each other, a 10%w/w enzyme
loading was chosen for all solvents.
3.1.3 Ca2þ concentration
Although it has been described that Ca2þ is a requirement
apparently no signiﬁcant for PLDs from bacteria [28],
previous studies in our group [7] have showed better results
in the presence of Ca2þ ions. Besides, in precipitation-driven
catalysis systems, such as the present study, the addition of
speciﬁc counter-ions that form poorly soluble salts with an
ionic form of the product of the reaction (and not with the
substrates) leads to product salts precipitation from the
reaction mixture [29]. Table 3 shows the inﬂuence of CaCl2
at different concentrations ranging from 33 to 201mmol/L.
Regardless the solvent used, a greater PC conversion to PBA
was reported using 67mmol/L concentration of CaCl2. In
order to evaluate the inﬂuence of CaCl2 on the aqueous
phase, the pH of the buffer wasmeasured after the addition of
different concentration of this salt. A decrease in the pH up to
4.8 at both, 133 and 201mmol/L of CaCl2 was observed.
This pH reduction could negatively inﬂuence on the enzyme
activity and could in part, explain the lower conversion
obtained at higher CaCl2 concentrations.
3.1.4 Volumetric proportion or organic solvent and
aqueous phase
Next, the relative volumetric proportion of organic solvent
and aqueous phase was investigated. It could be hypothesized
that an improvement on the transphosphatidylation reaction
could be achieved by increasing the soluble fraction of both
reactants (batyl alcohol and PC) into the organic phase.
Therefore, a volumetric ratio of organic phase to aqueous
phase greater than one should produce better transphos-
phatidylation reaction conversions. Surprisingly, in all
solvents studied, a volumetric ratio of organic solvent to
aqueous phase of 1 to 2 resulted into greater production of
PBA (Fig. 2). However, hydrolysis reaction also increased as
the volumetric ratio of aqueous phase to organic phase was
Scheme 1. Schematic representation of the mecha-
nism for the PLD catalyzed hydrolysis and trans-
phosphatidylation reactions.
Table 1. Solubility of substrates in the different used solvents at
40°C expressed in mg/mL
Ethyl butyrate Ethyl isovalerate Limonene
PC 7.3 5.3 5.1
Batyl alcohol 45.8 42.9 29.6
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increased, except in limonene, where no more than
2.63mmol/L of PA (corresponding to 15% of PC conver-
sion) was generated. It should be indicated that although the
highest PC conversion was reached in ethyl butyrate,
(4.30) 0.34mmol/L of unreacted PC in the ﬁnal product
mixture corresponding to 80% of PC conversion), a
preference toward hydrolysis over the tranphosphatidylation
was also observed. Similar PC conversion at the optimum
volumetric ratio of aqueous phase to organic phase was
attainedwith ethyl isovalerate and limonene (6.65) 0.53 and
6.77) 0.54mmol/L of unreacted PC respectively, which
corresponds to approximately 68% of PC conversion).
However, the percentage of PA in the reaction mixture with
ethyl isovalerate was considerably higher than that with
limonene. It has been described that the transphosphatidy-
lation reaction in the presence of PLD occurs in the organic
solvent/buffer interface and optimum packing density of PC
is required at the interface. A general tendency seems to show
that highly hydrophobic solvents are not suitable for PLD
catalysis since this package is too dense. However, this study
Table 2. Inﬂuence of PLD percentage in the lipid concentration (mmol/L) in the transphosphatidylation reaction between PC and batyl
alcohol at equimolar concentration of substrates (21mmol/L), 67mmol/L of CaCl2, a volumetric ratio organic to aqueous phase of 2 to 1 after
20 h at 40°C
PLD loading (w/w) 1% 3% 5% 10% 15%
Ethyl butyrate
Batyl alcohol 17.93)0.72 15.72)0.63 17.52)0.70 15.82)0.63 16.39)0.66
PC 10.41)0.83 5.47)0.44 5.59)0.45 5.30)0.42 4.51)0.36
PA 3.60)0.29 4.74)0.38 5.67)0.45 7.17)0.57 8.11)0.65
PBA 3.63)0.89 6.36)1.41 5.76)1.05 5.33)0.13 4.89)0.29
Ethyl isovalerate
Batyl alcohol 19.04)0.76 17.41)0.70 16.68)0.67 17.15)0.69 18.24) 0.73
PC 14.82)1.19 7.85)0.63 6.79)0.54 6.38)0.51 6.76)0.54
PA 1.38)0.11 3.25)0.26 3.72)0.30 5.45)0.44 6.80)0.54
PBA 1.61)0.29 5.02)2.11 5.78)1.86 4.86)1.16 3.27)0.98
Limonene
Batyl alcohol 18.77)0.75 17.49)0.70 17.02)0.68 13.85) 0.55 14.70)0.59
PC 14.46)1.16 14.67)1.17 14.11)1.13 10.35)0.83 8.89)0.71
PA 0.55)0.04 0.48)0.04 0.89)0.07 1.57)0.13 1.82)0.15
PBA 2.66)0.05 3.05)0.38 3.30)0.88 6.41)1.11 6.57)0.48
Values shown as mean)SD reactants and product concentration in mmol/L.
Table 3. Inﬂuence of the CaCl2 molar concentration (mmol/L) in the transphosphatidylation reaction between PC and batyl alcohol at
equimolar concentration of substrates (21mmol/L) after 20 h at 40°C with 10%w/w of PLD and a volumetric ratio organic to aqueous phase
of 2 to 1
CaCl2 (mmol/L) 33 67 134 201
Ethyl butyrate
Batyl alcohol 16.59)0.66 15.82)0.63 17.38)0.70 17.14)0.69
PC 5.45)0.44 5.30)0.42 9.65)0.77 11.13)0.89
PA 7.43)0.59 7.17)0.57 5.12)0.41 3.48)0.28
PBA 5.00)0.40 5.33)0.13 3.11)0.35 3.58)0.40
Ethyl isovalerate
Batyl alcohol 18.32)0.73 17.15)0.69 19.15)0.77 19.89)0.80
PC 8.17)0.65 6.38)0.51 10.84)0.87 11.72)0.94
PA 5.61)0.45 5.45)0.44 4.61)0.37 3.79)0.30
PBA 3.59)0.56 4.86)1.16 1.99)0.44 1.59)1.08
Limonene
Batyl alcohol 16.74) 0.67 13.85)0.55 16.46)0.66 18.02)0.72
PC 9.75)0.78 10.35)0.83 10.27)0.82 12.86)1.03
PA 2.35)0.19 1.57)0.13 2.30)0.18 1.54)0.12
PBA 5.19)0.42 6.41)1.11 4.78)0.42 3.11 ) 0.18
Values shown as mean)SD reactants and product concentration in mmol/L.
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showed an adequate conversion using limonene, despite its
higher hydrophobic properties compared to other solvents
studied. It has been observed that in these hydrophobic
solvents, PLD activity can be increased by the addition of
amphiphilic alcohols, which can intercalate into the interface
and reduce the mentioned packing density of PC mole-
cules [30].Also,PLDinhibitioncouldberelatedtothe interface
curvature, whereas the addition of amphiphilic alcohols may
lead changes in this interfacial lipid layer bending [31].
Considering the high levels of hydrolysis attained in ethyl
butyrate and ethyl isovalerate and the adequate PLD activity
observed in limonene further experiments were carried out
utilizing limonene as the organic phase of the transphosphati-
dylation reaction. Inorder toﬁnd theoptimumvolumetric ratio,
anadditional reactionusingaproportionof limonenetoaqueous
phase of 1 to 3 was also tested resulting into a remaining PC
concentration in the product mixture of 4.95) 0.40mmol/L
(76% of PC conversion, which corresponds to the highest PC
conversion attained with this organic phase). This volumetric
ratio was utilized in further experiments.
3.2 A detailed study of the transphosphatidylation
reaction in limonene
First, the time course of the reaction under stoichiometric
molar ratio of both reactants (21mmol/L), 10% PLD (w/w),
67mmol/L CaCl2, 40°C and a volumetric proportion limo-
nene to aqueous buffer 1 to 3, was studied. Figure 3 depicted
that there is a lower formation of PA compared to PBA. The
hydrolysis reaction reaches an equilibrium after 8 h, whereas
the transphosphatidylation reactionprogresses even after 24h,
reaching a maximum at 36h. These results may be caused by
the solubilization rate of batyl alcohol into limonene at 40°C,
which implies that transphosphatidylation reaction progresses
as long as the batyl alcohol is dissolving into the organic phase.
In order to improve the volumetric productivity of the
process, molar concentration of the substrates was gradually
increased from 21 to 168mmol/L while keeping constant the
other process variables. Similar results were attained at
42mmol/L although higher concentrations resulted into
lower PC conversion which clearly reduces a possible
industrial application of the process [32].
Taking this result into consideration, a modiﬁcation on
the reaction temperature was suggested as a convenient
strategy to improve the results obtained. It can be
speculated that besides increasing batyl alcohol solubility
in the organic phase, rising the reaction temperature can
produce changes in the type of emulsion generated,
increasing the ﬂuidity of the phospholipid bilayers and
the transition from crystal-liquid state to gel, which might
have some advantages on the transphosphatidylation
reaction. However, 40°C has been described as the
optimum temperature for the PLD utilized in terms of
activity and stability. For this reason, although a change in
temperature might compromise the optimum PLD activity,
we believe that the previously mentioned factors may
positively contribute to improve the PC conversion. In this
sense, an initial experiment was carried out at stoichiometric
molar ratio (21mmol/L) of PC and batyl alcohol, 10% PLD
(w/w), 67mmol/L CaCl2, and a volumetric proportion
limonene to aqueous buffer 1 to 3 and 50°C, resulting into
the complete conversion of PC, and only 7.89) 0.31mmol/
L of remaining batyl alcohol (62% of conversion). It should
be noted that none of the transphosphatidylation reactions
carried out at 40°C produced a complete disappearance of
Figure 2. Inﬂuence of the relative volumetric proportion of organic
solvent to buffer in the equimolar transphosphatidylation reaction
between PC and batyl alcohol with 10%w/w enzyme loading,
67mmol/L of CaCl2 after 20 h at 40°C. Transphosphatidylation
reaction, & Hydrolysis reaction.
Figure 3. Time course of the disappearance of PC and batyl
alcohol and the appearance of PA and PBA during the trans-
phosphatidylation reaction between PC and batyl alcohol at
equimolar conditions with 10%w/w enzyme loading, 67mmol/L
of CaCl2, a volumetric ratio limonene to aqueous phase 1 to 3 at
40°C. D Batyl alcohol, * PC, 5 PA, & PBA
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one of the reactants. In addition, the transphosphatidylation
reaction was also carried out at 30°C and worse reactant
conversions, compared to those at 40 and 50°C, were
attained. For this reason, 50°C was set as the reaction
temperature in further experiments.
Two factors that can determinate the industrial and
economic feasibility of biocatalytic processes: (1) the amount
of biocatalyst utilized and (2) the volumetric productivity of
the process. Therefore, these two factors were once again
studied in order to reduce the necessary enzyme loading to
the minimum and to achieve the maximum volumetric
productivity of the process. First, an additional study carried
out at stoichiometric molar ratio (21mmol/L) of PC and
batyl alcohol, 67mmol/L CaCl2, volumetric proportion
limonene to aqueous buffer 1 to 3 and modifying the enzyme
loading showed that at 50°C only a 5%w/w of biocatalyst is
required for a quantitative consumption of PC. The results in
Fig. 4 indicate that similar PC conversion to PA and PBAwas
attained at 5, 7, and 10%, whereas 3% of enzyme loading
produces similar hydrolysis but lower transphosphatidylation
reaction, resulting in 1.82) 0.15mmol/L of unreacted PC in
the product mixture (9% by weight of the original PC).
Hence, in order to achieve a complete consumption of PC,
5%w/w enzyme loading was utilized to study the volumetric
productivity of the process.
The volumetric productivity of the transphosphatidyla-
tion reaction (Table 4) was studied at different concen-
trations ranging from 21 to 168mmol/L. The results showed
that the maximum PBA mmol/L concentration achieved
after 20 h was 59.48) 3.66mmol/L utilizing an initial
concentration of batyl alcohol and PC of 126mmol/L.
Nevertheless, similar results were attained at 84mmol/L
(52.58) 0.21) and 106mmol/L (56.30)11.52) of batyl
alcohol and PC, although with slightly higher PA concentra-
tion (12.23) 0.51 and 11.52) 0.42, respectively) compared
to that at 126mmol/L (9.83) 0.36).
It should be pointed out that visual inspection of the
reaction mixtures at 168mmol/L of batyl alcohol and PC
showed noticeable changes in their physical appearance. The
reaction mixture became a solid mass probably limiting
contact and diffusion of the reactants with the enzyme and
decreasing the productivity of the process.
Finally, time course of the reaction was studied at 50°C.
According to the results of the volumetric productivity study,
reactions were carried out at stoichiometric molar ratio of the
reactants and two concentrations, namely 84 and 126mmol/L,
utilizing 67mmol/L CaCl2, 5%w/w PLD and a volumetric
proportion limonene to aqueous buffer of 1 to 3. Figure 5 shows
the time course of the transphosphatidylation reaction. It can be
observed that transphosphatidylation reaction is slightly faster at
84mmol/Lthanat126mmol/L(34and23mmol/LofPBAwere
obtained after 2h of reaction). The reaction equilibrium was
reached after 36 and 48h utilizing 84 and 126mmol/L,
respectively.SimilarPCconversionwasattainedatboth reactant
concentrations(63%ofPCconversionat84mmol/Land61%of
PC conversion at 126mmol/L). The maximum PBA concen-
tration in the product mixture was 53 and 77mmol/L at 84 and
126mmol/L, respectively. Consequently, according to these
Figure 4. Inﬂuence of the PLD loading (w/w) in the PC conversion
to PBA and PA in the transphosphatidylation reaction between PC
and batyl alcohol at equimolar conditions, with 67mmol/L of CaCl2,
a volumetric ratio limonene to aqueous phase 1 to 3 at 50°C after
20 h. Transphosphatidylation reaction, & Hydrolysis reaction.
Table 4. Inﬂuence of the substrates molar concentration (mmol/L) in the transphosphatidylation reaction between PC and batyl alcohol













21.00 21.00 13.43) 0.00 5.40)0.43 0.11)0.01 7.77)0.31
42.00 42.00 23.09)2.61 11.91)0.95 4.72)0.38 17.10)0.68
84.00 84.00 52.58)0.21 12.23)0.51 10.52)0.44 31.96)0.66
106.00 106.00 56.30) 0.05 11.52)0.42 26.65)0.97 49.37)0.90
126.00 126.00 59.48)3.66 9.83)0.36 41.56)1.50 69.68)1.26
168.00 168.00 36.01)0.54 3.32)0.07 112.23)2.42 131.95) 1.42
Values shown as mean)SD.
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results,highervolumetricproductivitywasattainedat126mmol/
L. Regarding PA production, similar concentration of this by-
product was attained at equilibrium for both experiments
(22mmol/Lat84mmol/Land24mmol/Lat126mmol/L).This
result indicates that higher hydrolysis is produced at 84mmol/L
(26%w/wofPA), thanat126mmol/L(19%w/wofPA).Finally,
it should be also noted that at both concentration assayed,
kinetics of the transphosphatidylation reaction at 50°C were
faster than those performed at 40°C (Fig. 4).
3.3 Puriﬁcation of transphoshatidylation reaction at
gram scale
The transphosphatidylation reaction between PC and batyl
alcohol at 126 mmol/L and 50°C, was scaled up to 48mL of
biphasic medium (comprised of limonene and sodium
acetate buffer 1 to 3 [v/v]) and containing 67mmol/L CaCl2
and 5%w/w PLD. The enzymatic reaction was stopped after
48 h to recover PBA from the reaction mixture. For that
matter, the productmixture was centrifuged and three phases
comprised of an aqueous buffer, limonene, and a solid phase
containing mainly PBA were separated. It should be noted
that the solid phase contained residual amounts of limonene
and aqueous buffer, which should be removed in order to
eliminate unreacted batyl alcohol and PC and also to remove
choline produced and PLD. Hence, the solid phase was
washed twice with 24mL of limonene and three times with
36mL of distilled water. Finally, the solid isolated was freeze-
dried, obtaining 5.9 g of a solid product comprised of 73%
PBA, 15% PA, 9% batyl alcohol, and 3% of unreacted PC.
Figure 5. Time course of the disappearing of PC and
batyl alcohol and the appearance of PA and PBA
during the transphosphatidylation reaction between
PC and batyl alcohol at 84mmol/l (A) and 126mmol/L
(B), with 5%w/w enzyme loading, 67mmol/L of CaCl2,
a volumetric ratio limonene to aqueous phase 1 to 3
equimolar conditions at 50°C. D Batyl Alcohol, * PC,
5 PA, & PBA.
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4 Conclusions
The present work shows an efﬁcient and readily scalable solid
to solid transphosphatidylation reaction in a GRAS biphasic
reaction medium for the production of a novel glyceryl ether
phospholipid in the presence of a food grade PLD. Different
reaction conditions have been studied based on previous
experiences in enzymatic transphosphatidylations. Accord-
ing to previous results, the chemical nature of the nucleophile
utilized in transphosphatidylation reactions requires speciﬁc
reaction conditions in terms of salt concentration, organic
phase and aqueous phase compositions and proportions, and
temperature, to achieve optimum conversion and product
purity, as well as minimizing the undesired hydrolysis
reaction. For this reason, limonene was chosen as the
organic phase of the process based on the preference of PLD
to catalyze transphosphatidylation versus hydrolysis in this
reaction medium. It should be mentioned that the reaction
temperature played an essential role in the reaction probably
caused by an increase in the substrates solubility and also
because at 50°C, a more ﬂuid reaction mixture with less mass
transfer and diffusional limitation was attained. In addition,
compared to the reaction at 40°C, the enzyme loading was
reduced from 10 to 5%w/w. Furthermore, a volumetric
proportion limonene to aqueous buffer 1 to 3 could increase
the interfacial area between organic and aqueous phases and
improve the transphosphatidylation reaction compared to
other volumetric ratios studied. Finally, 67mmol/L CaCl2
provided the best results probably caused the formation
poorly soluble salts with an ionic form of the product of the
reaction leading to product salts precipitation from the
reaction mixture.
As a result of this procedure, 5.9 g (87% yield) of this
novel compound were prepared with purity higher than 70%
to test its potential as both bioactive lipid and lipid-based
delivery system.
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Capítulo 4. DISCUSIÓN GENERAL 
El principal objetivo que persigue el uso de sistemas de vehiculización lipídicos es un 
aumento en la bioaccesibilidad y la biodisponibilidad de los compuestos transportados. Para 
ello, existen en la bibliografía numerosas alternativas ya implementadas, y todas ellas presentan 
una serie de ventajas e inconvenientes. El trabajo llevado a cabo durante la presente Tesis 
Doctoral se ha basado en el desarrollo de nuevas formulaciones que lograran proporcionar un 
efecto beneficioso adicional a los posibles compuestos bioactivos que pudieran transportar. 
Para ello, se seleccionaron los AKGs como los compuestos con los que trabajar en las líneas 
de investigación tratadas, debido al carácter innovador de su uso en formulaciones lipídicas y 
a las propiedades bioactivas que presentan. 
En la naturaleza, estos compuestos se encuentran habitualmente esterificados en las 
posiciones sn-2 y sn-3, formando DAKG, y su principal fuente de obtención son los aceites de 
hígado de tiburón. Para encontrarlos como AKGL es necesario recurrir a métodos de 
modificación química. En cualquiera de los casos, estas moléculas presentan un grado de 
digestibilidad muy bajo, un inconveniente que limita su bioaccesibilidad. Por ello, la 
administración de estos compuestos sin modificar, ya sea en su forma natural como DAKG, o 
en su forma libre, no es eficiente en términos de bioactividad. 
La falta de digestibilidad de los aceites compuestos principalmente por DAKG puede 
ser solventada mediante un proceso enzimático que genere una mezcla de reacción con una 
mayor biocompatibilidad, de modo que las enzimas digestivas puedan actuar de manera más 
eficiente. Con este fin, se eligió la reacción de glicerolisis enzimática, gracias a la mezcla de 
glicéridos que se origina como producto de reacción, de gran biocompatibilidad y mayor 
polaridad, lo que le confiere una mayor capacidad emulsionante, debido principalmente a la 
presencia de MAG. 
Como estrategia adicional para aumentar la bioaccesibilidad de los AKGL en su uso en 
formulaciones lipídicas y con el fin de que estos vehículos puedan aportar una bioactividad 
adicional al compuesto vehiculizado, se planteó la posibilidad de su unión a un compuesto 
altamente digerible, como la FC, recurriendo a la reacción de transfosfatidilación enzimática, 
catalizada por la FLD. 
Ambos procesos enzimáticos, la glicerolisis y la transfosfatidilación, han sido 
ampliamente estudiados en la bibliografía [138, 146]. Sin embargo, a lo largo de la presente 




Capítulo 4. DISCUSIÓN GENERAL 
marcadas por la Química Verde, haciendo uso de disolventes GRAS, lo que le confiere un 
carácter innovador. 
4.1 Desarrollo de un vehículo lipídico a partir de aceite de hígado de tiburón 
quimera 
La caracterización inicial del aceite de partida mediante técnicas de HPLC y GC, sirvió 
para determinar el perfil lipídico y el perfil de AGs respectivamente. En primer lugar, se 
verificó el alto contenido de este aceite en DAKG (80% p/p), en comparación con TAG (20% 
p/p). Por otra parte, el acidograma mostró que los AGs mayoritarios eran el ácido oleico (C18:1 
– 43% p/p) y el ácido palmítico (C16:0 – 13% p/p). Fue especialmente destacable que el 
contenido en AGPIs de cadena larga era inferior a otros aceites de origen marino (12% p/p). 
Este hecho es importante de cara a su uso en formulaciones lipídicas, ya que puede aportarle 
una mayor estabilidad frente a procesos oxidativos en comparación con otros aceites de origen 
marino. 
La glicerolisis enzimática de aceites con mezclas de DAKG y TAG no ha sido estudiada 
en la bibliografía. Sin embargo, estudios de otros procesos como la etanolisis enzimática, 
mostraron que puede existir una discriminación hacia la conversión de DAKG [141], por lo 
que era necesario realizar un ensayo previo mediante el cual poder estimar qué biocatalizador 
podía ser más efectivo de cara a la conversión tanto de TAG como de DAKG. Para ello, la 
reacción de glicerolisis enzimática se llevó a cabo según la metodología descrita por Torres y 
col. [140]. 
De este modo, se evaluó la actividad de cinco enzimas, tres de ellas inmovilizadas 
(Candida antarctica, Alcaligenes sp. y Rhizopus oryzae) y dos sin inmovilizar (Burkholderia 
cepacia y Pseudomonas stutzeri) durante un tiempo de reacción de 48 h. Todas las enzimas 
estudiadas mostraron una conversión final de TAG similar (60 – 67 %). En cuanto a la 
conversión de DAKG fue mayor en el caso de reacciones catalizadas por enzimas no 
inmovilizadas (~75%) que aquellas inmovilizadas (~32 – 40%). Este resultado se puede atribuir 
a dos factores: por una parte, puede existir una menor discriminación enzimática hacia la 
conversión de DAKG por parte de las enzimas no inmovilizadas; adicionalmente, podría estar 
debido a la mayor superficie de contacto que presentan las enzimas en polvo que aquellas 
inmovilizadas en un soporte enzimático, que puede limitar la difusión de algunos sustratos. Sin 
embargo, las reacciones catalizadas por estas enzimas sin inmovilizar dieron lugar a AGL en 
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las mezclas finales de reacción, derivado de la reacción de hidrólisis que se puede producir de 
manera paralela y no deseada, lo que haría necesario un proceso adicional para su eliminación. 
Además, pese a obtener tasas de conversión a priori más bajas, las enzimas inmovilizadas 
presentan una serie de ventajas de cara a su uso en procesos industriales, como la posibilidad 
de reutilización y una mayor estabilidad que prolonga su actividad catalítica, por lo que el uso 
de estas enzimas no fue descartado. 
Pese a los resultados obtenidos, hay que recordar que uno de los objetivos era conseguir 
un sistema con unas propiedades autoemulsionables, y esto se puede alcanzar gracias a la 
presencia de MAG en el medio de reacción en proporciones superiores al 30% p/p [118]. Sin 
embargo, el contenido final de MAG en la mezcla de reacción, tanto para las lipasas 
inmovilizadas (2% p/p) como para las no inmovilizadas (8% p/p), en ambos casos fue 
insuficiente para dar lugar a un sistemas con adecuadas propiedades emulsionantes. Esto podría 
ser debido a reacciones secundarias entre el MAG generado y el resto de glicéridos presentes 
en la mezcla, provocado por una mayor solubilidad del MAG respecto a la glicerina, lo que 
favorecería su utilización frente a la glicerina como sustrato de la reacción. 
Con el fin de abordar la falta de solubilidad del glicerol en aceite, se planteó el uso de 
un disolvente que generase un medio homogéneo y que favoreciese la tasa de difusión y la 
transferencia de materia. Así, para evitar el uso de disolventes orgánicos volátiles, se hizo una 
selección de disolventes GRAS en función de su polaridad, incluyendo ciclopentanona y 
hexanal o disolventes considerados más inocuos y seguros que los disolventes orgánicos 
convencionales, como el ciclopentil-metil éter. Finalmente, tras un estudio para comprobar la 
solubilidad del glicerol en los distintos disolventes seleccionados, la ciclopentanona mostró ser 
la más adecuada, por lo que la optimización de la reacción se llevó a cabo con este disolvente 
como medio de reacción. 
El uso de este disolvente provocó la generación de una serie de agregados en la reacción 
catalizada por la lipasa de Pseudomonas stutzeri, lo cual dificultó el acceso de DAKG y TAG 
al centro activo de la enzima, reduciendo la velocidad de la reacción y la conversión final de 
los sustratos. Además, también se observó reacción de hidrólisis, por lo que se descartó el uso 
de este biocatalizador. 
Sin embargo, esta estrategia mostró resultados muy satisfactorios para el uso de la 
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la completa conversión de TAG, y una conversión de DAGE del 65% tras 8 h de reacción, con 
un contenido final en MAG superior al 30% establecido como objetivo (32% p/p). El producto 
de reacción contenía además DAKG sin reaccionar (28% p/p) y 2-MAKG + DAG (40% p/p). 
De este modo, se definieron las condiciones óptimas de reacción, siendo éstas el uso de 
una relación estequiométrica aceite:glicerina 1:1, 40 °C  de temperatura, la presencia de 67% 
(p/p) de ciclopentanona como medio de reacción y una agitación de 200 rpm, usando como 
biocatalizador la lipasa de Candida antarctica en una relación 1:10 (p/p) respecto al aceite. 
Entre los objetivos finales de cualquier optimización de un proceso enzimático debe 
estar poder conferirle una aplicabilidad a nivel industrial, y para ello es necesario que se puedan 
alcanzar volúmenes de producción rentables y que se minimicen los costes [195]. Uno de los 
aspectos claves en el balance económico de un proceso enzimático suele ser el gasto que genera 
el uso de biocatalizadores. Por tanto, es importante realizar un estudio pormenorizado que 
permita valorar la viabilidad de la recuperación del biocatalizador tras un ciclo de reacción y la 
reutilización del mismo en ciclos consecutivos, intentando predecir si va a existir y cuándo se 
va a producir una inactivación enzimática. La recuperación eficaz del disolvente utilizado como 
medio de reacción y su posterior reutilización también resulta clave para la viabilidad industrial 
del proceso. 
Así pues, se evaluó el escalado de la reacción de glicerolisis, a un volumen de 
producción 12 veces superior del proceso optimizado a escala de laboratorio. Este escalado se 
llevó a cabo en un reactor tipo tanque agitado Kiloclave (Buchi Glas Uster, Büchigalsuster, 
Suiza), de 1 L de capacidad, equipado con una camisa termostatizada. Las condiciones de 
reacción fueron las que produjeron los mejores resultados en el estudio de optimización previo, 
aunque fueron necesarias unas ligeras modificaciones del proceso. Estos cambios fueron 
principalmente que la enzima pasó de estar en suspensión en el medio de reacción, a estar 
confinada en una cesta acoplada al eje de agitación, rodeada por una malla metálica con un 
tamaño de poro de 100 µm, que permitiese el contacto entre el biocatalizador y el medio de 
reacción. De este modo, se permite una sencilla recuperación de la enzima tras los ciclos de 
reacción. El producto de reacción se recuperó mediante destilación de la ciclopentanona a 
vacío, usando un rotavapor RV10 (IKA®-WerkeGmbH& Co. KG, Staufen, Germany), y tanto 
su rendimiento en peso como su composición fueron determinadas. 
  
  121 
 
Capítulo 4. DISCUSIÓN GENERAL 
Un primer ciclo de reacción permitió la recuperación del producto final de reacción con 
un 92.4% de rendimiento en peso, mientras que el disolvente evaporado y recuperado supuso 
un 93.9% respecto al peso inicial de ciclopentanona empleada. Estos valores son incluso más 
relevantes si tenemos en cuenta que parte del medio de reacción no se pudo recuperar ya que 
este se queda impregnado en el biocatalizador inmovilizado. Cada ciclo de reacción se detuvo 
tras 48 h, y se controló el desarrollo de la misma mediante la toma de alícuotas a determinados 
tiempos de reacción, lo cual permitió determinar que el equilibrio de reacción no se alcanzaba 
hasta las 24 h de reacción. Esto tiene sentido si tenemos en cuenta que la difusión del medio de 
reacción y el contacto con el biocatalizador se encuentra limitado por estar éste encerrado en la 
cesta descrita anteriormente. Pese a esta diferencia, las tasas de conversión fueron similares a 
las obtenidas en el estudio de optimización, por lo que se determinó que el proceso era 
potencialmente escalable. 
Una vez confirmada la viabilidad del proceso a volúmenes de reacción superiores, se 
decidió evaluar la recuperación y reutilización del biocatalizador en ciclos consecutivos de 
reacción, de modo que permitiera desarrollar un modelo matemático para evaluar la 
discriminación hacia la conversión de DAKG y estimar la tasa de inactivación enzimática. 
El modelado cinético se basó en estudios previos de la bibliografía [196-198], en los 
que se tuvieron en cuenta constantes cinéticas de aparición de productos, desaparición de 
sustratos y la posible reversibilidad de la reacción de glicerolisis, según ecuaciones de primer 
orden. Haciendo uso del concepto “pseudotiempo de reacción” introducido por Malcata y col. 
[196], se establecieron las ecuaciones 1 y 2, que permiten determinar matemáticamente las 








r VIVIVDAKG Q-Q+Q==-          Ec. 2 
Por otra parte, la ecuación 3, sirvió para calcular la constante cinética de inactivación y 
la vida media del biocatalizador. 
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Se llevaron a cabo de manera consecutiva varios ciclos de reacción reutilizando el 
mismo lote de lipasa, que se dividieron en dos sets. El primer set consistió en cinco ciclos de 
48 h de reacción, y el segundo en diez ciclos de 24 h de reacción, de modo que en ambos casos 
el biocatalizador acumuló 240 h de uso. Al finalizar cada ciclo, se recuperó el producto final, 
que se llevó a evaporación, recuperando así el disolvente que se pudo reutilizar en los siguientes 
ciclos de reacción. 
En el primero de los sets, se determinó que la tasa de conversión de TAG era 1.8 veces 
superior que para su análogo éter, lo cual verifica que existe una discriminación hacia la 
conversión de DAKG, más aun teniendo en cuenta que la concentración de DAKG en el aceite 
de partida es cuatro veces superior para la de TAG. Además, se calculó la actividad enzimática 
en cada ciclo y se estimó en 145 h la vida media de la enzima, entendiendo este término como 
el tiempo en el que el biocatalizador pierde el 50% de su actividad. 
En el segundo de los sets, el tiempo de uso de la enzima fue el mismo que en el primero, 
240 h. Sin embargo, el hecho de que fuesen 10 ciclos implica que se llevaron a cabo el doble 
de reacciones, con un tiempo de uso efectivo superior, poniendo en contacto la enzima con los 
sustratos y el disolvente un mayor número de veces durante el mismo período de tiempo. Sin 
embargo, estas diferencias no tuvieron una gran influencia sobre la actividad enzimática, que 
se comportó de manera similar que en el primer set, con una tasa de conversión de TAG 1.6 
veces superior al DAKG y un tiempo de inactivación enzimática de 146 h. 
Para determinar si la falta de actividad biocatalítica podía venir dada por una 
inactivación enzimática o por la acumulación de subproductos e impurezas en el soporte 
enzimático, que pudiesen limitar la transferencia de masa, se diseñó un tercer set de ciclos. En 
este último grupo de experimentos, se llevaron a cabo cinco ciclos de 24 h de duración, seguidos 
por un proceso de lavado de la enzima con una mezcla de hexano/etanol 50/50 v/v. A 
continuación, se eliminaron los disolventes mediante aplicación de vacío, y se reutilizó la 
enzima lavada y seca en otros cinco ciclos de 24 h. De este modo, se calculó la constante de 
inactivación de dicha enzima lavada, que en este caso resultó ser 3 veces superior al resultado 
obtenido en los otros dos sets experimentales. Este valor descartó la hipótesis de que se 
produjese algún recubrimiento de la enzima inmovilizada que dificultase la transferencia de 
masa, y que fuese un proceso reversible. 
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En base a la bibliografía, el estado oxidativo del aceite de partida para los procesos de 
transesterificación enzimática debe tener unos valores mínimos para un correcto desarrollo de 
la reacción [199]. El aceite utilizado para esta línea investigación se trataba de un aceite sin 
refinar, con un valor de hidroperóxidos de 16.59 ± 1.92 meq O2/kg y un valor de anisidina de 
4.53 ± 0.23. Sin embargo, tras el proceso enzimático, estos valores disminuyeron a 13.95 ± 
0.71 meq O2/kg y 2.60 ± 0.00 respectivamente. Este descenso en los valores de oxidación puede 
estar debido a que estos compuestos de oxidación puedan quedarse atrapados en el soporte 
enzimático. De igual manera, también podría deberse a la generación de radicales libres a partir 
de estos compuestos de oxidación, que no se cuantifican en las técnicas utilizadas. Estos nuevos 
compuestos generados a partir de aceites con estados oxidativos altos, pueden ser los 
responsables de la acelerada inactivación enzimática observada [200]. 
La obtención del producto de glicerolisis enzimática del aceite de tiburón quimera en 
una escala de producción superior, permitió poder obtener un producto con el cual llevar a cabo 
análisis posteriores relacionados con la inclusión de compuestos bioactivos dentro de su matriz.  
La incorporación de compuestos bioactivos en sistemas de vehiculización lipídica se 
efectúa mediante la solubilización o la dispersión de dicho compuesto en la matriz lipídica en 
estado líquido, utilizando temperaturas 5-10 °C superiores a su temperatura de fusión. Este 
proceso no tiene una duración determinada, y se extiende hasta que se obtiene una mezcla 
homogénea. Una vez conseguida, se lleva a cabo el enfriamiento de la mezcla, lo que conlleva 
la generación de un estado cristalino de la matriz lipídica. La ordenación y grado de 
empaquetamiento de las moléculas del vehículo lipídico, así como las posibles transiciones 
polimórficas, van a tener una gran influencia sobre la capacidad de carga y la estabilidad del 
compuesto dentro dicho sistema. Por esta razón, se llevó a cabo un estudio del comportamiento 
cristalino del vehículo obtenido a partir de la reacción de glicerolisis enzimática de aceite de 
tiburón quimera. 
En primer lugar, se evaluó el comportamiento térmico tanto del producto de glicerolisis 
como del aceite original mediante DSC. Para ello, se llevó a cabo el enfriamiento de las 
muestras desde 50 °C hasta -70 °C, para posteriormente calentarlo de nuevo hasta 50 °C, 
utilizando una rampa de temperatura de 5 °C/min. El proceso de cristalización del aceite 
original no comenzó hasta -8 °C, lo cual está en consonancia con el estado líquido que presenta 
a temperatura ambiente. Debido a la complejidad del perfil de ácidos grasos de este aceite, el 
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para otros aceites de origen marino [201], presentando un pico mayoritario en -60 °C. En el 
caso del producto de glicerolisis, la presencia del MAG sintetizado, originó un proceso de 
cristalización a 25 °C. Este valor es ligeramente inferior al observado para mezclas de MO en 
aceites [181], por lo que las moléculas de MAG presentes en la muestra podría ser una mezcla 
de MO y otros MAG de carácter poliinsaturado. 
La curva de fusión permitió establecer la temperatura de fusión del producto de 
glicerolisis en 45 °C. A partir de este dato, se determinó que para simular el proceso de 
inclusión de un compuesto bioactivo en el vehículo, la temperatura de trabajo debía ser 50 °C, 
suficiente para que la mezcla se encontrase en estado líquido, pero sin llegar a ser una 
temperatura tan alta que pudiese acelerar los procesos oxidativos. 
Con el fin de simular el proceso de inclusión de un compuesto bioactivo en la matriz 
lipídica, se desarrolló un estudio en el cual el producto de glicerolisis se expuso a la temperatura 
de trabajo durante diferentes intervalos de tiempo, de 0 a 24 h, para posteriormente analizar el 
comportamiento térmico de cristalización y fusión. De este modo se observó que aquellas 
muestras que habían sido calentadas durante más de 180 min, reflejaban una disminución de 
aproximadamente 10 °C tanto en los picos de cristalización como de fusión, mientras que este 
efecto no se observó en los tiempos más cortos de calentamiento. Este hecho puede estar 
relacionado con la existencia de núcleos de cristalización que no se eliminen en períodos cortos 
de calentamiento, un fenómeno denominado “memoria del cristal”. Para descartar esta 
posibilidad, se llevó a cabo un experimento adicional, donde se sometió al producto a ciclos 
cortos de calentamiento, durante 20 min, y enfriamiento, durante 10 min, que se repitieron tres 
veces con la misma muestra, observando que de nuevo volvía a producirse la disminución de 
los valores de cristalización y fusión. Si durante ciclos de calentamiento cortos la memoria del 
cristal desapareciese, este experimento tendría que haber mostrado un resultado similar. Sin 
embargo, la disminución de los valores de los parámetros analizados, indica que puede existir 
un efecto acumulativo del tratamiento térmico sobre su comportamiento cristalino. 
El análisis de las cinéticas de nucleación corroboró la diferencia observada en el 
proceso de cristalización entre las muestras sometidas a distintos tiempos de calentamiento. De 
este modo, las muestras con un mayor tiempo de residencia a 50 °C describieron cinéticas más 
lentas. Además se comprobó el posible efecto acumulativo de procesos cortos de calentamiento 
sobre la velocidad de cristalización. 
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La diferencia observada en las propiedades térmicas del producto está directamente 
relacionada con la estructura cristalina formada, y más en concreto con la metaestabilidad de 
la misma. Por esa razón, se llevó a cabo un estudio mediante XRD de muestras sometidas a 20 
min y 180 min de calentamiento respectivamente. Inmediatamente después del enfriamiento, 
se produjo una cristalización de ambas muestras en fase α. Sin embargo, tras el almacenamiento 
de la muestra en refrigeración, se observó que la muestra calentada durante menos tiempo sufrió 
una transformación polimórfica a cristales en fase β, mientras que la muestra calentada durante 
más tiempo se mantuvo en fase α durante el período de almacenamiento estudiado. Este hecho 
es relevante en el sentido de que dichas transformaciones pueden suponer una expulsión del 
compuesto bioactivo transportado [202]. 
Mediante técnicas de microscopía de luz polarizada se observó que la formación de 
cristales en los tiempos iniciales de cristalización se producía a través de la aparición de 
estructuras tipo agujas para las dos muestras, mientras que la evolución en el tiempo dio lugar 
a una reestructuración que resultó en una distinta conformación, evidenciando que el 
comportamiento cristalino del producto de glicerolisis puede presentar diferencias en función 
del tratamiento térmico empleado en su manejo. 
4.2 Desarrollo de un vehículo lipídico a partir de AKGL 
Haciendo uso del proceso de transfosfatidilación enzimática catalizada por FLD, se 
estudió la optimización de la unión de un AKGL, en particular el batil alcohol, a la cabeza polar 
de un FL, en concreto de FC. La nueva molécula generada, el fosfatidilbatil alcohol, presenta 
dos potenciales ventajas respecto al AKGL sin modificar: i) un aumento de la bioaccesibilidad 
del AKGL y ii) una mayor protección durante todo el proceso digestivo. 
Las reacciones de transfosfatidilación se desarrollan en un medio bifásico, constituido 
por un tampón acuoso y un disolvente orgánico, inmiscibles entre sí, ya que es en la interfase 
generada, donde la FLD actúa. Además, de manera paralela, la FLD puede catalizar la reacción 
de hidrólisis de la FC, generando AF de manera no deseada. Según esto, se siguió la 
metodología descrita por Casado y col. [68], en la que se reemplazaba el uso de disolventes 
orgánicos volátiles por etil butirato, categorizado como GRAS. 
En primer lugar, se amplió la selección de disolventes GRAS, ya que juegan un 
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clave para el desarrollo de la reacción. Tras un primer análisis, se determinó que limoneno, etil 
butirato y etil isovalerato cumplían las condiciones adecuadas en términos de solubilidad y 
polaridad. 
El estudio de la reacción de transfosfatidilación se llevó a cabo a 40 °C, de acuerdo con 
las especificaciones del biocatalizador, y se basó en la experimentación en torno a cuatro 
variables: concentración y relación molar de los sustratos, carga enzimática, presencia de iones 
Ca2+ y proporción volumétrica entre la fase acuosa y la fase orgánica. 
Un primer estudio, reveló que, de manera generalizada, el uso de etil butirato como fase 
orgánica de la reacción conducía a una mayor conversión de la FC, sin embargo, en el producto 
de reacción, la proporción de AF era demasiado elevada. Para evitar la reacción de hidrólisis, 
la mejor alternativa entre los disolventes estudiados fue el limoneno. Otro dato relevante fue 
que, al contrario que en otros estudios [69, 145], las mejores tasas de conversión tuvieron lugar 
cuando la proporción de medio acuoso era superior a la fase orgánica. Pese a todo, el grado de 
conversión de la FC en ningún caso superó el 70%. 
Anteponiendo como criterio de selección la ausencia de la reacción secundaria de 
hidrólisis, y valorando los resultados en su conjunto, se decidió proseguir con un estudio 
pormenorizado usando limoneno como fase orgánica de la reacción, en una proporción entre el 
disolvente y la fase acuosa 1:3 v:v. Para el resto de condiciones estudiadas, se decidió utilizar 
relaciones molares estequiométricas entre el batil alcohol y la FC, con el fin de evitar un exceso 
de alguno de los sustratos en el producto final de reacción, que complicaría el posterior proceso 
de purificación. A su vez, se decidió proseguir el estudio utilizando una carga enzimática del 
10% (p/p) y una presencia de iones de Ca2+ de 67 mmol/L, en base a los resultados previos 
obtenidos. 
A continuación, se analizó el curso de la reacción con el tiempo, donde se observó que 
a las 8 h, la reacción de hidrólisis alcanzaba un equilibrio, mientras que la transfosfatidilación 
seguía progresando. Esto podía estar debido a la baja tasa de solubilidad del batil alcohol en el 
limoneno, que también podría comprometer la productividad volumétrica del proceso. Por ello, 
se planteó aumentar la temperatura de reacción a 50 °C, aumentando así la solubilidad del batil 
alcohol en limoneno y confiriendo una mayor fluidez a las interfases de la emulsión generada, 
lo cual podría favorecer el desarrollo de la reacción. 
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De este modo, se alcanzó por primera vez la completa desaparición de FC. Con este 
resultado positivo, y con el fin de aumentar la viabilidad industrial del proceso, se decidió 
reajustar la carga enzimática, obteniendo los mismos resultados con un 5% (p/p) de 
biocatalizador. Además, se llevó a cabo un estudio de la productividad volumétrica en estas 
condiciones de reacción, alcanzando unos valores óptimos de conversión con una 
concentración de sustratos de 126 mmol/L, seis veces superior a las concentraciones utilizadas 
en el inicio del estudio. 
Por último, estas condiciones de reacción se utilizaron para llevar a cabo la reacción a 
una escala diez veces superior, obteniéndose un producto final con un contenido superior al 
70% de la nueva molécula sintetizada, con una composición final de 73% fosfatidilbatil 
alcohol, 15% AF, 9% batil alcohol y 3% FC, y un rendimiento del 87%. 
4.3 Sugerencias para futuras investigaciones 
Para mejorar la aplicabilidad industrial del proceso de glicerolisis enzimática del aceite 
de hígado de tiburón quimera, sería necesario aumentar la vida útil del biocatalizador, mediante 
el control minucioso de los compuestos de oxidación generados, así como su eliminación previa 
en el aceite de partida.  
Con el fin de completar el estudio sobre el uso de AKGs como moléculas efectivas para 
el transporte de compuestos bioactivos, sería necesario llevar a cabo la inclusión de algún 
compuesto con baja bioaccesibilidad en los dos sistemas lipídicos desarrollados. Para ello, en 
primer lugar, debería evaluarse la efectividad de dicha inclusión, comprobando la carga y la 
eficiencia del compuesto bioactivo en el vehículo lipídico, así como la estabilidad de la mezcla. 
A continuación, se podría llevar a cabo un proceso digestivo in vitro que permitiese valorar la 
bioaccesibilidad y biodisponibilidad de la mezcla, evaluando la bioactividad de la fracción 
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1. Respecto a los objetivos específicos (i), (ii) y (iii): 
1.1. La lipasa Candida antarctica inmovilizada ha sido la más efectiva para el proceso de 
glicerolisis de aceite de hígado de tiburón quimera, debido a su mayor tasa de 
conversión de TAG y DAKG y a las ventajas económicas y de reutilización que ofrece 
la inmovilización.  
1.2. El desarrollo de la glicerolisis enzimática de aceite de tiburón quimera en presencia 
del disolvente GRAS ciclopentanona ha mejorado la solubilidad del glicerol en el 
medio de reacción, aumentando la conversión de TAG y de DAKG. 
1.3. Bajo condiciones óptimas de reacción: 40 ºC, la lipasa de Candida antarctica como 
biocatalizador, relación molar RLO:glicerol = 1:1 y 67% (p/p) de ciclopentanona, la 
glicerolisis enzimática de aceite de hígado de tiburón quimera ha permitido la 
obtención de un sistema potencialmente auto-emulsionable, constituido por una 
mezcla de glicéridos menores y alquilgliceroles con potencial bioactividad. 
1.4. La glicerolisis enzimática de aceite de hígado de tiburón quimera ha mostrado ser un 
proceso fácilmente escalable a planta piloto. La reutilización de la lipasa de Candida 
antarctica en consecutivas reacciones de glicerolisis a escala planta piloto ha 
permitido producir una cantidad suficiente de producto de reacción para posteriores 
ensayos de bioactividad, así como estimar la vida media del biocatalizador en 145 h. 
1.5. Mediante el uso de un modelo basado en el mecanismo de Michaelis-Menten, el 
estudio cinético de la reacción de glicerolisis de aceite de hígado de tiburón quimera 
en presencia de la lipasa de Candida antarctica, ha demostrado de manera numérica 
que la conversión de TAG es aproximadamente 1.5 veces más rápida que la de 
DAKG. 
1.6. El producto obtenido a partir de la reacción de glicerolisis enzimática de aceite hígado 
de tiburón quimera ha mostrado tener un comportamiento cristalino a temperaturas 
de hasta 45 °C, debido a la presencia de la fracción de MAG generada. 
1.7. La duración del tratamiento térmico efectuado sobre el producto obtenido a partir de 
la reacción de glicerolisis enzimática de aceite de hígado de tiburón quimera ha 
mostrado tener una influencia sobre su comportamiento cristalino, concretamente 




Capítulo 5. CONCLUSIONES 
 
2. Respecto al objetivo específico (iv): 
2.1. La naturaleza química del nucleófilo utilizado en la reacción de transfosfatidilación 
requiere condiciones específicas de reacción en términos de temperatura, composición 
de las fases orgánica y acuosa y en la proporción de las mismas, para conseguir una 
máxima tasa de conversión y pureza, así como para minimizar la reacción de 
hidrólisis. 
2.2. La reacción de transfosfatidilación enzimática de batil alcohol y FC catalizada por la 
FLD, ha resultado ser un método eficaz para la obtención de fosfatidilbatil alcohol. 
Este nuevo FL podría ser más bioaccesible que el batil alcohol de partida y, por tanto, 
presentar mayor bioactividad. 
 
Como CONCLUSIÓN GENERAL, la presente Tesis Doctoral ha permitido el 
desarrollo y optimización de dos procesos enzimáticos en el marco de la Química Verde para 
la obtención de sendos sistemas lipídicos de vehiculización basados en AKGs con potenciales 
propiedades bioactivas. Estos nuevos sistemas están destinados a su uso en formulaciones para 
el transporte de compuestos con baja hidrosolubilidad y limitada bioactividad in vivo, para la 
mejora de su bioaccesibilidad, biodisponibilidad y, por tanto, su bioeficacia.  Estudios 
adicionales son necesarios para evaluar la eficacia de estos sistemas en el desarrollo de 
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CONCLUSIONS 
1. According to the specific objectives (i), (ii) y (iii): 
1.1. Immobilized lipase Candida antarctica has shown to be the most effective biocatalyst 
for the glycerolysis of ratfish liver oil, due to the greatest DAKG and TAG conversion 
rates achieved, as well as to the economic advantages and the possibility of 
reutilization. 
1.2. The utilization of GRAS solvent cyclopentanone for the glycerolysis of ratfish liver 
oil improved the solubility of glycerol in the reaction medium, resulting in greater 
conversion rates of TAG and DAKG. 
1.3. Optimal reaction conditions, i.e. 40 °C, RLO to glycerol molar ratio of 1:1, use of 
immobilized lipase Candida antarctica as biocatalyst and 67% (w/w) of 
cyclopentanone, led to a system with potential self-emulsifying properties, composed 
of a mixture of acyl- and alkylglycerides, potentially bioactive. 
1.4. Glycerolysis process under these conditions was easily scaled-up to pilot plant. 
Consecutive reutilization of lipase Candida antarctica in glycerolysis reactions at 
pilot plant scale allowed for obtaining enough amount of the product to be utilized in 
future bioactivity assays, as well as for estimating the half-life of the biocatalyst in 
145 h. 
1.5. A model derived from a generalized Michaelis-Menten mechanism was developed to 
describe the kinetics of glycerolsysis of ratfish liver oil in the presence of lipase 
Candida antarctica, accurately determining that the conversion of TAG was 1.5 times 
faster compared to that of DAKG. 
1.6. The product obtained from the enzymatic glycerolysis reaction of ratfish liver oil, 
showed crystalline behavior up to 45 °C, caused by the newly synthesized MAG. 
1.7. Crystallization behavior and polymorphic stability of the product obtained from the 
enzymatic glycerolysis reaction of ratfish liver oil was influenced by the duration of 
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2. According to the specific objective (iv): 
2.1. The chemical nature of the nucleophile utilized in transphosphatidylation reaction 
requires specific reaction conditions in terms of temperature, organic phase and 
aqueous phase compositions and proportions, to achieve optimum conversion and 
product purity, as well as minimizing the undesired hydrolysis reaction. 
2.2. Enzymatic transphosphatidylation of batyl alcohol and phosphatidylcholine, in the 
presence of phospholipase D, has shown to be an efficient method to obtain 
phosphatidylbatil alcohol. This novel phospholipid might present a greater 
bioaccesibility compared to the non-modified batyl alcohol, resulting in a higher 
bioactivity. 
 
As a GENERAL CONCLUSION, the present Doctoral Thesis has allowed the 
development and optimization of two enzymatic processes, under the basis of Green Chemistry, 
to obtain alkylglycerol-based delivery systems with potential bioactive properties. These novel 
systems are meant for its use in formulation for transportation of low hydrosolubility and 
limited in vivo bioactivity compounds, in order to improve their bioaccesibility and 
bioavailability, and therefore their bioefficacy. Further experiments will be necessary in order 
to evaluate the efficiency of these systems in the formulation of nutritional supplements, 
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